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Coxiella burnetii ist ein obligat intrazelluläres, unbewegliches und gram-negatives Bakterium, 
welches eine geringe Größe besitzt. Angepasst an eine Replikation unter den sauerstoffarmen 
und sauren Bedingungen des Phagolysosoms stellt C. burnetii einen Erreger dar, der über eine 
ausgeprägte Widerstandsfähigkeit gegenüber Umwelteinflüssen verfügt (SCHLIESSER 1991). 
Von großer Relevanz ist dieses Bakterium als Erreger der Krankheit Q-Fieber, die, erstmalig 
1935 in Australien dokumentiert, als meldepflichtige Zoonose ein breites Spektrum an Tierar-
ten sowie den Menschen betreffen kann (DERRICK 1937, MAURIN und RAOULT 1999). Das 
Hauptreservoir für die humane Infektion mit C. burnetii stellen domestizierte Wiederkäuer dar. 
Mit deren Milch, dem Urin und insbesondere während des Geburtsprozesses wird der Erreger 
in großen Mengen in die Umwelt freigesetzt (ARRICAU-BOUVERY et al. 2003). Die Infek-
tion findet vorwiegend über die aerogene Aufnahme von kontaminierten Aerosolen statt, sodass 
Q-Fieber zumeist ein Risiko für tiernah arbeitende Personen, beispielsweise für Landwirte, 
Tierärzte und Schafscherer, darstellt (KARKI et al. 2015, GROTEN et al. 2020). 
Neben der primären aerogenen Infektionsroute werden alternative Übertragungswege disku-
tiert, u.a. eine mögliche Infektion durch Vektoren und dabei im Besonderen durch Zecken. 
Diese sind innerhalb Europas die bedeutendsten Vektoren von Infektionserkrankungen für 
Mensch und Tier. Als obligat hämatophage Parasiten sind sie ubiquitär verbreitet und überwie-
gend wirtsunspezifisch. Die wichtigste Zeckenspezies in Mitteleuropa ist der Gemeine Holz-
bock, Ixodes ricinus, gefolgt von den Buntzeckenarten Dermacentor reticulatus und Der-
macentor marginatus (RUBEL et al. 2014).  
Eine der Erstisolierungen von C. burnetii gelang in den USA aus einer Zecke der Spezies Der-
macentor andersonii durch DAVIS und COX (1938). In anschließenden Studien wurde C. bur-
netii mithilfe experimenteller Infektionen von Kleinsäugern und Nachweis mittels Färbetech-
niken in mehreren Zeckenspezies nachgewiesen und im Zuge dessen einzelnen Arten eine Vek-
torkompetenz bescheinigt (SMITH 1940, SMITH 1941, SMITH 1942, PHILIP 1948). LIE-
BISCH (1977) vermutete für die Schafzecke D. marginatus eine besondere Rolle in der Über-
tragung von Q-Fieber. Diese Auffassung beruht auf der Grundlage der räumlichen Korrelation 
des vermehrten Auftretens von Q-Fieber-Fällen und dieser Zeckenspezies. 
Die Relevanz der Zecke als Überträger von Q-Fieber wird jedoch durch die neuere Literatur in 
Frage gestellt. Trotz regelmäßiger molekularer Nachweise von C. burnetii-DNA in Zecken 
existieren keine gesicherten Berichte über die Infektion von Menschen durch eine Zecke. Auch 





Verbreitung der Erkrankung nachgewiesen werden (SPRONG et al. 2012). Zudem sind Zecken 
selbst Wirte eines diversen Mikrobioms, welches unter anderem auch Endosymbionten der Gat-
tung Coxiella enthält (ZHONG 2012, MACHADO-FERREIA et al. 2016). Diese sind weit ver-
breitet und eng mit C. burnetii verwandt. Durch eine hohe genetische Gleichheit kommt es zu 
Überschneidungen in typischerweise zum molekularen Nachweis von C. burnetii verwendeten 
Zielgenen (DURON 2015, JOURDAIN et al. 2015). Dadurch entstand die Hypothese, dass auf-
grund von Fehlinterpretationen von PCR-Ergebnissen die Prävalenz von C. burnetii in Zecken 
und damit deren Rolle in der Übertragung von Q-Fieber überbewertet wird (DURON et al. 
2015b). 
In den in Deutschland vorrangig vorkommenden Zeckenspezies wurde zwar bereits vereinzelt 
C. burnetii mit molekularen Methoden nachgewiesen, eine Vektorkompetenz für den Erreger 
wurde in bisherigen Studien jedoch nicht unter Laborbedingungen dargestellt (STING et al. 
2004, HILDEBRANDT et al. 2011). 
Die vorliegende Dissertationsschrift behandelt die Vektorkompetenz europäischer Zeckenspe-
zies. Zunächst wurden innerhalb einer Literaturstudie Daten über das Vorkommen von C. bur-
netii in europäischen Zecken systematisch zusammengetragen und in Abhängigkeit verschie-
dener Faktoren, u.a. Detektions- und Sammelmethode, Land und Zeckenspezies, analysiert. Im 
Weiteren wurde mithilfe eines artifiziellen, membranbasierten Fütterungssystems untersucht, 
inwieweit Zecken der in Deutschland beheimateten Arten I. ricinus und D. marginatus den Er-
reger C. burnetii aus dem Blut aufnehmen und ausscheiden. Zudem wurde die transstadiale 
Übertragung von C. burnetii von infizierten Nymphen zu Adulten der Spezies I. ricinus getes-
tet. Fortführend wurden auch diese transstadial infizierten Weibchen mit sterilem Blut gefüttert, 
um deren Ausscheidungsprodukte auf C. burnetii zu untersuchen und ferner mittels Detektion 







2.1 Coxiella burnetii  
2.1.1 Historischer Ursprung und taxonomische Einordnung 
Die ersten bekannten Infektionen mit Coxiella burnetii wurden 1935 in Australien bei Schlacht-
hofmitarbeitern beschrieben und aufgrund der zunächst unklaren Herkunft der fiebrigen Symp-
tomatik vom Pathologen Edward Holbrook DERRICK (1937) als „query fever“ – Bezug neh-
mend auf den fraglichen Ursprung der Symptome – bezeichnet. Der ursächliche Erreger konnte 
in den anschließenden Jahren durch zwei Arbeitsgruppen von Macfarlane BURNET und Mavis 
FREEMAN (1937) in Australien sowie Gordon DAVIS und Herald Rea COX (1938) in den 
USA isoliert werden. Der Erreger wurde zunächst als Rickettsia burnetii bzw. Rickettsia dia-
porica bezeichnet und ab 1948 in Coxiella burnetii umbenannt (PHILLIP 1948). Nach seiner 
Entdeckung wurde der Erreger zunächst zu den Rickettsiales gezählt. Seit den 90er Jahren wird 
er jedoch aufgrund der Ergebnisse aus 16S rRNA-Analysen mit seiner eigenen Familie Coxiel-
lacae in die Ordnung der Legionellales der Klasse Gammaproteobacteria verortet, wobei Legi-
onella spp. die nächsten Verwandten darstellen (WEISBURG et al. 1989, STEIN et al. 1993). 
2.1.2 Morphologie und Replikation 
C. burnetii ist circa 0,2 - 0,45 µm breit und bis 2 µm lang. Somit ist das Bakterium durch Filter 
mit einer Porengröße von 0,2 µm filtrierbar, wobei jedoch nur ein Teil der Erreger Filterporen 
von < 0,7 µm passieren kann (BURNET und FREEMAN 1937). C. burnetii ist ein obligat int-
razelluläres und gram-negatives Bakterium, das in der äußeren Membran eine Schicht Lipopo-
lysaccharide (LPS) besitzt. Dieses ist der einzige bekannte Virulenzfaktor von C. burnetii und 
dient unter anderem der Behinderung des Phagozytoseprozesses (ABNAVE et al. 2017). Das 
LPS kann in zwei verschiedenen Formen auftreten, wobei die Phase I mit einem voll syntheti-
sierten, glatten LPS hochvirulent ist und im immunkompetenten Wirt vorkommt, während das 
LPS der Phase II–Erreger unvollständig vorhanden ist. Zur Phasenvariation der Coxiellen 
kommt es durch wiederholtes Passagieren der Erreger in Zellkultur oder embryonierten Hüh-
nereiern (STOKER und FISET 1956, HACKSTADT et al. 1985). Dies geht mit einem Verlust 
der Virulenz einher (SHANNON et al. 2005). Der Stamm Nine Mile Phase II löst ausschließlich 
in immuninkompetenten Wirten Erkrankungssymptome aus und kann daher im Labor unter 
Bedingungen der biologischen Schutzstufe 2 gehandhabt werden (SAMUEL und HENDRIX 





Eintrittspforte für C. burnetii ist häufig die Lunge, dabei sind überwiegend Alveolarmakropha-
gen die ersten betroffenen Zellen (KHAVKIN und TABIBZADEH 1988). Als einzigem be-
kannten Pathogen ist es C. burnetii möglich, sich unter den sauren Bedingungen Phagolysoso-
men-ähnlicher Vakuolen zu replizieren. Dabei stellt ein pH-Wert von ca. 4,5-5,0 die optimale 
Bedingung für den Metabolismus von C. burnetii dar (HACKSTADT und WILLIAMS 1981). 
Zunächst werden die Bakterien passiv in die Zelle aufgenommen. Nach der Fusion des Phago-
soms mit dem Lysosom halten sich die Erreger anschließend in der so gebildeten parasitophoren 
Vakuole, auch Coxiella-containing vacuole (CCV) genannt, auf (HECHEMY et al. 1993, GRA-
HAM et al. 2013). In dieser CCV differenzieren sie sich zu sogenannten Large Cell Variants 
(LCV) aus, welche die replikative Form der Coxiellen darstellen, bis 2 µm groß sein können 
und eine pleomorphe Gestalt aufweisen (COLEMAN et al. 2004). Anschließend entwickeln 
sich sogenannte Small Cell Variants (SCV), welche Ähnlichkeiten mit Sporen aufweisen, eine 
hohe Tenazität besitzen und daher über Monate bis Jahre in der Umwelt infektiös bleiben kön-
nen (MCCAUL und WILLIAMS 1981). Diese SCV sind stäbchenförmig, etwa 0,2 x 0,45 µm 
groß und zeichnen sich durch ein stark kondensiertes Chromatin aus.  
2.1.3 Coxiella burnetii als Krankheitserreger 
2.1.3.1 Epidemiologie 
C. burnetii weist ein großes Wirtsspektrum auf und kann in verschiedensten Säugetieren sowie 
Vögeln nachgewiesen werden, wobei die meisten menschlichen Infektion auf Hauswiederkäuer 
zurückzuführen sind (ARRICAU-BOUVERY und RODOLAKIS 2005, ANGELAKIS und 
RAOULT 2010). Die aerogene Transmission ist der Hauptübertragungsweg von C. burnetii. 
Aerosole werden durch kontaminierte Stäube gebildet, wobei der Geburtsprozess ein hohes Ri-
siko darstellt, da Nachgeburt sowie Fruchtwasser große Mengen an Erregermaterial enthalten 
können (VAN DEN BROM et al. 2015). Das Eintrocknen dieser Materialien kann begünstigen, 
dass andere Tiere oder Menschen infiziert werden. Auch die Witterungsbedingungen, insbe-
sondere Wind, können einen Eintrag von C. burnetii in das Umfeld von Tierställen begünstigen 
(TISSOT-DUPONT et al. 2004). Weiterhin wird C. burnetii auch über die Milch ausgeschieden 
und stellt deren hitzeresistentesten Erreger dar (HUEBNER und JELLISON 1949). Durch die 
in Deutschland vorgeschriebene Pasteurisierung, welche den Erreger sicher abtötet, ist eine 
orale Übertragung jedoch nur bei Rohmilchverzehr möglich und damit vergleichsweise un-
wahrscheinlich (GALE et al. 2015). In seltenen Fällen wird Q-Fieber auf dem artifiziellen Wege 





2015). Auch die Zecke wird in der Literatur als potenzieller Überträger von C. burnetii ange-
sehen, wie im Folgenden näher ausgeführt wird (vgl. 2.2.8.2).  
C. burnetii ist, mit Ausnahme von Neuseeland und der Antarktis, weltweit verbreitet 
(GREENSLADE et al. 2003, PEXARA et al. 2018). Während des zweiten Weltkrieges traten 
erste Q-Fieber-Fälle in Europa auf. Im Laufe der letzten Hälfte des 20. Jahrhunderts konnte 
innerhalb Deutschlands eine Zunahme an Q-Fieber-Fällen beobachtet werden. Zwischen 2007 
und 2010 kam es in den Niederlanden zum bisher größten bekannten Q-Fieber-Ausbruch welt-
weit, bei welchem über 4000 Menschen infiziert wurden und die chronischen Folgen weiterhin 
anhalten (MORROY et al. 2016, DE LANGE et al. 2019).  
Abbildung 1: Q-Fieberfälle in Deutschland, erstellt nach Meldedaten des RKI (02.12.2020) 
und TSN (29.05.2020). 
Der Nachweis von C. burnetii im Menschen ist nach Infektionsschutzgesetz meldepflichtig, 
ebenso das Auftreten der Coxiellose im Tier nach Verordnung über meldepflichtige Tierkrank-
heiten (Abb. 1) (ANON. 2000, ANON. 2011). In Deutschland tritt Q-Fieber beim Menschen 
am häufigsten während des Frühjahrs und über Gesamtdeutschland verteilt auf, wobei in Ba-
den-Württemberg leicht höhere Fallzahlen gemeldet werden (RKI 2016). Auffallend ist eine 
regelmäßige Häufung von Fällen im Rahmen von Q-Fieber-Ausbrüchen, wie zum Beispiel im 
Jahr 2003 in Soest oder 2005 in Jena. Letzterer ging vordergründig von infizierten Schafherden 
während der Lammung aus. BODEN et al. (2014) konnten dabei feststellen, dass ein Öffnen 
der Fenster zu einer erhöhten Erkrankungswahrscheinlichkeit führte, sofern diese den Herden 
zugewandt waren. HELLENBRAND et al. (2001) mutmaßten, dass die Ursachen vermehrter 
Ausbrüche in der Verstädterung des ländlichen Raums liegen, wodurch bei Tierkontakt eine 





2.1.3.2 Coxiellosen der Tiere 
Hauswiederkäuer stellen das wichtigste Reservoir für die menschliche Infektion dar. Eine In-
fektion mit C. burnetii verläuft bei Schafen, Ziegen und Rindern überwiegend symptomlos. 
Eine Bestandsinfektion wird in Landwirtschaftsbetrieben gelegentlich durch eine verlängerte 
Zwischenkalbezeit und erhöhte Früh- und Totgeburtenzahl deutlich (GACHE et al. 2017). In 
seltenen Fällen kann eine chronische Endometritis beobachtet werden (DE BIASE et al. 2018). 
Weiterhin ist C. burnetii eine mögliche Ursache subklinischer Mastitiden (BARLOW et al. 
2008). Durch den überwiegend asymptomatischen Verlauf wird eine Ursachensuche häufig erst 
betrieben, wenn Menschen an dieser Zoonose erkranken (CUTLER et al. 2007).  
2.1.3.3 Q-Fieber des Menschen 
Infizierte Menschen zeigen im akuten Krankheitsfall überwiegend eine fieberhafte, grippale 
Symptomatik, wobei kompliziertere Krankheitsverläufe mit Pneumonie oder Hepatitis einher-
gehen können (PANJWANI et al. 2015, JANG et al. 2017). Bei einer Chronifizierung bilden 
sich überwiegend Endokarditiden aus, dabei stellen Patienten mit einer Erkrankung der Herz-
klappen eine Risikogruppe dar (MAURIN und RAOULT 1999). In der Schwangerschaft kann 
eine Q-Fieber-Infektion das Auftreten von Fehl- und Totgeburten begünstigen (NIELSEN et al. 
2014). Während die Mortalität bei akuten Verläufen gering ist, konnten KAMPSCHREUR et 
al. (2014) in Fällen von chronisch an Q-Fieber erkrankten Patienten eine Letalität von 13 % 
innerhalb von fünf Jahren nach der Infektion nachweisen. 
2.1.3.4 Nachweis und Therapie 
Für die labormedizinisch bestätigte Diagnose sind serologische Untersuchungen angezeigt. Da-
bei stehen verschiedene zugelassene Testsysteme, überwiegend auf IFT oder auf ELISA-Prin-
zipien basierend, zur Verfügung. Weiterhin kann aus Organmaterial, Milch oder Genitaltupfern 
eine Anzucht der Erreger oder ein Antigen-Nachweis mittels PCR (vgl. 2.2.8.2) durchgeführt 
werden. Während die Kultivierung von C. burnetii im letzten Jahrhundert ausschließlich in 
embryonierten Hühnereiern oder später in Zellkultur erfolgen konnte, war durch die Entwick-
lung eines angesäuerten Citrat-Cystein-Mediums (ACCM) erstmals auch die Isolation von 
C. burnetii in zellfreiem, axenischem Medium möglich (OMSLAND et al. 2008, BODEN et al. 
2015). Die Isolation des Erregers ist jedoch sehr aufwändig und dadurch in der Routinediag-
nostik nicht gebräuchlich. Therapeutisch lässt sich eine Q-Fieber-Infektion im akuten Fall er-
folgreich mittels Doxycyclin oder anderen Tetracycline behandeln, in chronischen Fällen ist 







2.2.1  Taxonomie 
Zecken gehören zur Klasse der Spinnentiere (Arachnidae), wobei die Milben (Acaridae) deren 
veterinär- und humanmedizinisch bedeutendste Unterklasse darstellen. Innerhalb deren Ord-
nung der Zecken lassen sich drei Familien abgrenzen: Argasidae (Lederzecken), Ixodidae 
(Schildzecken) und Nuttallillidae.  
In der vorliegenden Arbeit liegt der Fokus auf Schildzecken (Ixodidae) welche die in Europa 
bedeutendsten Vektoren, insbesondere für Lyme-Borreliose und die Frühsommer-Meningoen-
zephalitis, darstellen (VALARCHER et al. 2015, STEERE et al. 2016). Diese Familie besteht 
aus über 690 verschiedenen Spezies, aufgeteilt in 12 Gattungen (SONENSHINE und ROE 
2014). In Europa sind die Gattungen Ixodes, Dermacentor, Hyalomma, Haemaphysalis und 
Rhipicephalus verbreitet. Äußerliche gemeinsame Eigenschaften sind das deutlich ausgeprägte 
Schild sowie das im Unterschied zu Lederzecken rostral befindliche Capitulum (ESTRADA-
PEÑA 2015). Die meisten in Deutschland vorkommenden Schildzecken sind exophile Lauer-
jäger und lassen sich durch ihre Wirte von Gräsern und Gebüsch abstreifen (GRAY et al. 2016). 
In den folgenden Abschnitten wird insbesondere auf die Eigenschaften der für den experimen-
tellen Teil dieser Arbeit relevanten Spezies Ixodes ricinus und Dermacentor marginatus einge-
gangen. 
2.2.2 Verbreitung und Habitat 
In Deutschland ist Ixodes ricinus, der Gemeine Holzbock, die am häufigsten verbreitete Schild-
zecken-Art und wird im gesamten Bundesgebiet nachgewiesen (RUBEL et al. 2014). I. ricinus 
kommen in ganz Europa und vereinzelt auch in Nordafrika und dem Nahen Osten vor (AL-
KISHE et al. 2017). Das bevorzugte Habitat Gemeiner Holzböcke sind Feuchtwiesen und 
Mischwälder der gemäßigten Klimazone, wo ihre optimale Luftfeuchtigkeit von über 85 % er-
reicht wird (SCHULZ et al. 2014, BOEHNKE et al. 2015). In urbanen Gegenden hingegen sind 
Schildzecken deutlich seltener anzutreffen (KUBIAK und DZIEKOŃSKA-RYNKO 2006). Für 
die Wirtssuche entfernen sich die Zecken aus den Feuchtbereichen und können als Adulte über 
mehrere Tage eine niedrigere Luftfeuchtigkeit tolerieren (PERRET et al. 2003). Dennoch ist 
eine regelmäßige Rückkehr zu feuchteren Gebieten, beispielsweise am Waldboden, nötig, um 
das Suchverhalten aufrechtzuerhalten (ESTRADA-PEÑA 2015). Die optimale Temperatur für 
die Entwicklung dieser Zeckenart liegt zwischen 20 und 28 °C. I. ricinus können jedoch durch 





in Mitteleuropa milde Winter überstehen können (DAUTEL und KNÜLLE 1996, DAUTEL 
2010).  
Dermacentor marginatus ist eine thermophile Zecke, die innerhalb Deutschlands insbesondere 
in den Rhein-Main-Auen vorkommt (LIEBISCH und RAHMAN 1976, RUBEL et al. 2016). In 
neueren Untersuchungen konnte eine Ausbreitung dieser Spezies Richtung Norden festgestellt 
werden, was auf verschiedene Faktoren, z.B. den Klimawandel und die vermehrte Verfügbar-
keit von Wildtieren als Wirte zurückgeführt wird (FÖLDVÀRI et al. 2016, WALTER et al. 
2016, DREHMANN et al. 2020). Juvenile D. marginatus sind wenig kälteresistent; insbeson-
dere im Larvenstadium wurden Temperaturen unter 10 °C unter Laborbedingungen nur über 
einen kurzen Zeitraum toleriert (DÖRR und GOTHE 2001). MAGDAŞ et al. (2015) stellten 
einen signifikant kürzeren Entwicklungszyklus bei einer Haltung der Zecken bei 27 °C im Ver-
gleich zu einer Haltung bei 21 °C fest.  
2.2.3 Morphologie 
Erkennbar sind I. ricinus Weibchen an einem schwarzen Schild, dem Scutum, welches sich 
über das erste Drittel des nicht vollgesogenen Idiosomas erstreckt (Abb. 2). Der unsklerotisierte 
Teil des Körpers weist eine rotbraune Färbung auf. Weibchen sind im ungesogenen Zustand 
etwa 3-4 mm lang und können nach erfolgter Blutaufnahme eine Größe von bis zu 1,5 cm er-
reichen. I. ricinus zeigen einen deutlichen Geschlechtsdimorphismus, sodass die Männchen 






Abbildung 2: oben - Schematische Darstellung der Morphologie einer weiblichen D. margi-
natus, Bild aus WALKER et al. (2003), unten - I. ricinus Weibchen (links), D. marginatus 
Weibchen (rechts). Fotografien Makert/Körner © Fraunhofer IZI 
Das Scutum der D. marginatus ist, entsprechend dem deutschen Gattungsnamen Buntzecke, 
schwarz-weiß marmoriert. Diese Zeckenspezies ist mit ca. 5 mm deutlich größer als I. ricinus, 
wobei zwischen Männchen und Weibchen kaum ein Größenunterschied besteht. Am Rande des 
Scutums befinden sich Augen. Der Abschluss des Idiosomas weist Einkerbungen auf, welche 
Festons genannt werden.  
2.2.4 Lebenszyklus 
Es handelt sich sowohl bei I. ricinus als auch bei D. marginatus um dreiwirtige Zecken, welche 
in jedem Lebensstadium an einem neuen Wirt Blut aufnehmen (Abb. 3). Adulte weibliche I. ri-
cinus sind über etwa 7-12 Tage an einem Wirt fixiert, bis sie sich vollgesogen haben und abfal-
len (LEES 1948). Nach einiger Zeit, FALKE (1931) beobachtete einen Zeitraum von 8-10 Ta-
gen, findet die Eiablage statt, wobei das Weibchen mehrere hundert bis mehrere tausend Eier 
legt (HONZÁKOVÁ et al. 1975). Anschließend verstirbt das Weibchen noch vor dem Schlupf 
der sechsbeinigen Larven nach etwa 40 Tagen (FALKE 1931). Diese gehen nach dem Aushär-
ten der Cuticula auf Wirtssuche, wobei sie vorwiegend Mäuse oder Ratten befallen, jedoch 
können Larven auch an den Beinen größerer Säuger gefunden werden (MYSTERUD et al. 
2014). Nach ihrer etwa 3-4 Tage andauernden Blutmahlzeit häutet sich die Larve zu einer acht-
beinigen Nymphe, die von den adulten Weibchen neben der geringen Größe und der grauen 
Färbung anhand der weniger ausgeprägten Genitalöffnung unterscheidbar ist (LEES 1948). 
Auch in diesem Stadium erfolgt eine Blutmahlzeit, bei der innerhalb von 3-5 Tagen an einem 
Wirt, häufig an Kleinsäugern, Blut aufgenommen wird (LEES 1948, LIU et al. 2014). Zecken 
in diesem Stadium reagieren am stärksten auf Stimuli des menschlichen Wirtes und sind daher 
auch am häufigsten an der Übertragung von Pathogenen beteiligt (VASSALLO und PÉREZ-
EID 2002). Nach ca. 60 Tagen (FALKE 1931) erfolgt die Häutung zu den adulten Zecken und 
damit auch die Geschlechtsdifferenzierung in Männchen und Weibchen, wobei Männchen die-
ser Art nur gelegentlich für kurze Zeit Blut aufnehmen, da ihre Spermiogenese unabhängig von 
der Blutaufnahme vonstattengeht (KISZEWSKI et al. 2001). Die Paarung findet, anders als bei 
den meisten Schildzecken-Arten, nicht nur auf dem Wirt, sondern auch vor und nach der Blut-
aufnahme der Weibchen statt, wobei die Männchen nach der Begattung mehrerer Weibchen 





adulte Zecke der Auslöser für die letzte Phase der schnellen Blutaufnahme. Der gesamte Le-
benszyklus von I. ricinus kann, je nach Klimabedingungen und Verfügbarkeit von Wirten, bis 
zu sechs Jahre betragen (WILSON und ELSTON 2018); gewöhnlich wird eine Lebensdauer 
von 2,5-4 Jahren beobachtet (GARDINER und GETTINBY 1983).  
 
Abbildung 3: Lebenszyklus von Ixodes ricinus. Fotografien Makert/Körner © Fraunhofer IZI 
Die Saugdauer adulter D. marginatus Weibchen beträgt unter Laborbedingungen zwischen 5 
und 11 Tagen bei Fütterung an Nagern und Kaninchen, wobei die Begattung durch das Männ-
chen auf dem Wirt stattfindet (NOSEK et al. 1967, MAGDAŞ et al. 2015). Nach dem Larven-
schlupf nach ca. einem Monat saugen die entwickelten Larven für 2-7 Tage (DARVISHI et al. 
2014, MAGDAŞ et al. 2015). Nymphen saugen nach einem weiteren Monat für 3-11 Tage an 
einem weiteren Wirt und häuten sich nach 12-25 Tagen zu adulten Zecken (NOSEK et al. 1967, 
DARVISHI et al. 2014, MAGDAŞ et al. 2015). Insgesamt dauert ein Entwicklungszyklus von 
D. marginatus unter Laborbedingungen 83 bis 163 Tage und kann auch in der Natur unter güns-
tigen Bedingungen innerhalb eines Jahres vonstattengehen (NOSEK et al. 1967, JANISCH und 






2.2.5 Wirtssuche und sensorische Fähigkeiten 
Die sensorischen Fähigkeiten von Schildzecken sind auf das Auffinden eines Wirts ausgerich-
tet. Mechano- und Chemorezeptoren befinden sich, als Härchen sichtbar, auf der Oberfläche 
der Zecke (MCIVER 1975). Ein weiteres wichtiges Sinnesorgan der Schildzecken ist das Hal-
ler`sche Organ, welches am Tarsus des ersten Beinpaares der Zecken zur Wahrnehmung ver-
schiedener chemischer Verbindungen dient (FOELIX und AXTELL 1972). Hier wird außer-
dem die Anwesenheit von Kohlenstoffdioxid als Zeichen für die Nähe eines potentiellen Wirtes 
und damit als Aktivator registriert (VAN DUIJVENDIJK et al. 2017). I. ricinus besitzen im 
Gegensatz zu D. marginatus keine Augen, jedoch wurden Photorezeptorzellen beschrieben, die 
es ihnen möglich machen, Helligkeit und Dunkelheit wahrzunehmen (PERRET et al. 2003). 
Für I. ricinus Adulti wird häufig eine bimodale Aktivität beschrieben, deren Höhepunkte sich 
im späten Frühjahr sowie im Herbst befinden (CAYOL et al. 2017), während in anderen Studien 
eine unimodale Hauptaktivität im Frühjahr ermittelt wurde (SCHULZ et al. 2014; ASGHAR et 
al. 2016). Tageszeitlich scheinen die Suchaktivitäten sowohl vom Licht als auch von der Akti-
vität der Wirte abhängig zu sein (ZÖLDI et al. 2013). 
Hauptaktivitätszeitraum von D. marginatus ist im Frühjahr (DREHMANN et al. 2020). Juve-
nile Dermacentor spp. lauern, anders als Vertreter der Ixodes spp., nicht, sondern pflegen eine 
endophile Lebensweise, bei der sie an Kleinsäuger in deren Nestern parasitieren (DWUŽNIK 
et al. 2019). Ursprünglich wurde das Schaf als Hauptwirt adulter D. marginatus festgestellt, die 
Zecken wurden jedoch auch auf über 13 weiteren heimischen Haus- und Wildsäugetierarten- 
sowie Vogelarten beobachtet (LIEBISCH und RAHMAN, 1976, RUBEL et al. 2016, WAL-
TER et al. 2016). 
2.2.6 Blutmahlzeit und Verdauung 
Anders als Lederzecken, die mehrmalig an ihrem Wirt saugen, saugen Schildzecken nur je ein-
mal in jedem Lebensstadium. Dabei wird, besonders von adulten Weibchen, das Blut nicht 
kontinuierlich, sondern je nach Phase der Fixation in unterschiedlicher Geschwindigkeit aufge-
nommen. In den ersten 24-36 Stunden fixieren sich die Weibchen am Wirt, wobei in dieser 
Phase wenig oder noch kein Blut aufgenommen wird. Die Blutaufnahme der Zecken erfolgt 
über die Mundwerkzeuge. Dabei wird mittels der Chelizeren mit Haken die Haut des Wirts 
leicht aufgeritzt. Anschließend dient das bezahnte Hypostom als Verankerung im Wirt (RICH-
TER et al. 2013). Zunächst erfolgt eine Phase der langsamen Blutaufnahme und Verdauung im 





über die Analöffnung als Zeckenkot ausgeschieden. Das übrige Wasser wird als Speichel wie-
der in den Wirt abgegeben (SAUER et al. 1995). Das größte Blutvolumen wird vor allem in 
den letzten 24 Stunden der Blutmahlzeit aufgenommen. Hier erfolgt eine starke Volumenzu-
nahme, in der das durch Speichelproduktion eingedickte Blut eingelagert wird. In dieser Phase 
dehnt sich das Weibchen bis auf über 1,5 cm Länge aus, was durch das Wachstum der Cuticula 
erreicht werden kann (ANDERSEN und ROEPSTORFF 2005). Nach dem Abfallen des Weib-
chens vom Wirt wird das Blut verdaut und die Nährstoffe in die Reifung der Oozyten investiert 
(SOJKA et al. 2013). Der Zeckendarm besteht aus drei Abschnitten, wobei der Mitteldarm den 
für die Verdauung wichtigsten darstellt. Dieser besteht aus vielen blind endenden Ausstülpun-
gen. Im Darm werden die Blutbestandteile, insbesondere das Hämoglobin, durch Endozytose 
in die Mitteldarmzellen aufgenommen, wobei außer durch wenige Proteasen keine vorherige 
enzymatische Verdauung im Lumen stattfindet (SOJKA et al. 2013). Die zelluläre Zusammen-
setzung des Darmepithels variiert dabei entsprechend der unterschiedlichen Saugphasen 
(FRANTA et al. 2010). Intrazellulär wird die Blutmahlzeit unter sauren Bedingungen verdaut. 
Die proteolytische Aktivität erreicht dabei bei Rhipicephalus microplus ihr Optimum bei einem 
pH-Wert von 3-4, wobei Cathepsine die wichtigsten Enzyme darstellen (MENDIOLA et al. 
1996, HORN et al. 2009).  
2.2.7 Zeckenmikrobiom und Coxiella-like Endosymbionten 
Zecken sind selbst Wirte eines vielfältigen Mikrobioms, dessen Erforschung in den letzten Jah-
ren durch moderne molekularbiologische Methoden wie Next-Generation-Sequencing be-
schleunigt wurde (KARIM et al. 2017, COUPER und SWEI 2018, CHICANA et al. 2019). 
Nach derzeitigem Wissen wird davon ausgegangen, dass nur ein Bruchteil der Bakterien, die 
Zecken besiedeln, tatsächlich als pathogene Erreger fungieren können. Vielmehr enthüllt sich 
eine Symbiose zwischen einzelnen Bakterien und Zecken. Dass sich eine Fütterung von Zecken 
auf antibiotikabehandelten Tieren negativ auf die Zeckenvitalität und ihre Reproduktionsfähig-
keit auswirkt, wurde durch LI et al. (2018a) anhand von Rhipicephalus haemophysaloides und 
durch BEN-YOSEF et al. (2020) anhand von Rhipicephalus sanguineus experimentell erwie-
sen. Die Zusammensetzung der Mikroflora im Mitteldarm richtet sich vorwiegend nach der 
Region und Umgebung der Zecke und damit nach der Vegetation (XU et al. 2015). In bisherigen 
Untersuchungen wurden vorwiegend Bakterien der Klasse Alphaproteobacteria, insbesondere 
die Spezies Candidatus Midichloria als Endosymbiont detektiert (CERUTTI et al. 2018). En-
dosymbionten scheinen sich schnell zwischen verschiedenen Arthropoden zu übertragen, so-
dass die Prävalenzen einiger dieser Symbionten hoch sind (DURON und HURST 2013). Eine 





Schildzecken-Arten weit verbreitet und gelten weitestgehend als apathogen, wobei Candi-
datus Coxiella massiliensis eine Beteiligung an Wundheilungsstörungen nach Zeckenstichen 
nachgesagt wird und Berichte über Todesfälle durch CLE-infizierte Vögel existieren (ANGE-
LAKIS et al. 2016, FLANDERS et al. 2017). CLE dienen als Bereitsteller von Vitamin B, wel-
ches für hämatophage Arthropoden essenziell ist (SMITH et al. 2015). Für Rhipicepha-
lus microplus scheinen CLE eine bedeutende Rolle in der Entwicklung der Zecke zu spielen, 
wobei in einer Studie von GUIZZO et al. (2017) mit Tetrazyklin behandelte Zecken nicht in 
der Lage waren, sich vollständig weiterzuentwickeln. Auch für Amblyomma americanum wird 
eine solche Symbiose vermutet, da CLE in hoher Prävalenz in ihnen nachgewiesen werden 
konnten (JASINSKAS et al. 2007). Diese Endosymbionten konnten neben dem Darm vor allem 
in der Speicheldrüse sowie den Ovarien der Spezies A. americanum und in den Ovarien und 
Malpighi-Tubuli von D. marginatus visualisiert werden (KLYACHKO et al. 2007, BUYSSE 
et al. 2019). In einer Studie von DURON et al. (2017) gelang in über der Hälfte der untersuchten 
Zecken ein Nachweis von CLE, wobei einige dieser Endosymbionten eng an einzelne Zecken-
spezies gebunden zu sein scheinen, während andere ihre Wirte häufiger wechseln. Auch C. bur-
netii scheint seinen phylogenetischen Ursprung in jenen Endosymbionten von Lederzecken zu 
haben, wobei neueste Studien zu dem Ergebnis kamen, dass der Vorfahre einzelner Vertreter 
der CLE die Fähigkeit besessen haben muss, Immunzellen zu infizieren (DURON et al. 2015a, 
BRENNER et al. 2020). Die Bedeutung von Endosymbionten ist entscheidend für die Lebens-
weise der Zecken selbst, aber auch für die Interaktion mit zeckenübertragenen Krankheitserre-
gern (BONNET et al. 2017). Dass eine Co-Infektion von Endosymbionten und Erregern einen 
Einfluss auf die Entwicklung der Erreger im Wirt haben kann, wurde für Rickettsia rickettsii 
und den Symbionten Rickettsia amblyomma in der Zecke A. americanum bewiesen (LEVIN et 
al. 2018). Dabei stellte sich sowohl die transstadiale als auch die transovariale Übertragung des 
Rocky-Mountain-Fleckfieber-Erregers in der Endosymbionten-infizierten Kohorte als vermin-
dert dar. LI et al. (2018b) zeigten eine Korrelation zwischen einer erniedrigten Infektionsrate 
von Rhipicephalus haemaphysaloides mit CLE und einer geringeren transstadialen Übertra-
gung von Babesia microti.  
2.2.8 Zecken als Vektoren 
2.2.8.1  Infektionserreger 
I. ricinus sind potente Überträger verschiedener Infektionskrankheiten. In Deutschland spielen 





Rolle. Auch die Übertragung weiterer Erreger, u.a. Anaplasma phagocytophilum, Rickett-
sia spp., Bartonella henselae und Babesia spp., ist in Deutschland durch I. ricinus möglich 
(VON WISSMANN et al. 2015, SILAGHI et al. 2016, BLAZEJAK et al. 2017, KAUFFMANN 
et al. 2017). Dermacentor spp. scheinen in der Übertragung der Borreliose eine geringe Rolle 
zu spielen (EISEN et al. 2020). Es gibt molekulare Nachweise von Rickettsia spp. oder Theile-
ria spp. infizierten D. marginatus, über die konkrete Vektorkompetenz dieser Spezies liegen 
jedoch kaum Erkenntnisse vor (CHISU et al. 2019, PASCUCCI et al. 2019). Eine Infektion der 
Zecke erfolgt durch das Saugen an einem infizierten und virämischen bzw. bakteriämischen 
Wirt. Eine Übertragung ist auch durch das gleichzeitige, räumlich nahe Saugen von Zecken mit 
unterschiedlichem Infektionsstatus möglich. Dabei wird vom Co-Feeding bzw. einer nicht vi-
rämischen Infektion gesprochen, wobei LABUDA et al. (1993) diesen Vorgang in Bezug auf 
das FSME-Virus beobachtet hat. Neben der Ausscheidung bei der Blutmahlzeit aufgenomme-
ner Erreger mit dem Kot können Pathogene endozytotisch von den Mitteldarmzellen aufge-
nommen werden (PATTON et al. 2012). Halten die Erreger dem angeborenen Immunsystem 
der Zecken, bestehend aus zellulären Bestandteilen wie Hämozyten und humoralen Faktoren, 
z.B. Defensine und Lysozyme, stand, können sie langfristig in der Zecke verbleiben 
(SONENSHINE und HYNES 2008). Hat eine Larve oder Nymphe einen Infektionserreger auf-
genommen, ist eine Übertragung auf das nächste Stadium für eine erneute Infektion eines Wirts 
nötig. Ist der Erreger während dieser transstadialen Übertragung oder der Fixation der Zecke 
am Wirt in der Lage, in die Speicheldrüsen zu migrieren, ist eine Ausscheidung mit dem Spei-
chel und somit durch den Zeckenstich möglich. Wenn Eier bzw. die daraus schlüpfenden Lar-
ven eines infizierten Weibchens ebenfalls den Erreger in sich tragen, spricht man von einer 
transovarialen Infektion, welche bisher nur bei einem kleinen Teil der bekannten zeckenüber-
tragenen Pathogene, u.a. Rickettsia parkeri und Babesia ovata, beobachtet wurde (HAJDUŠEK 
et al. 2013, WRIGHT et al. 2015, UMEMIYA-SHIRAFUJI et al. 2017). 
2.2.8.2 Coxiella burnetii in Zecken 
In einem Versuch von DAVIS und COX (1938), in dem Dermacentor andersonii an Meer-
schweinchen saugten und diese fieberhaft erkrankten, wurde der C. burnetii Stamm Nine Mile 
isoliert, welcher bis heute im Labor Verwendung findet. In den darauffolgenden Jahren wurde 
die transstadiale Übertragung und damit eine Vektorkompetenz in Zecken der Spezies Haema-
physalis humerosa, Haemaphysalis bispinosa und Rhipicephalus sanguineus mittels Infektion 
an Kleinsäugern und Färbemethoden nachgewiesen (SMITH 1940, SMITH 1941, SMITH 
1942, PHILIP 1948). Auch im Speichel von parenteral infizierten Hyalomma dromedarii 





1968). Die Infektion der Zecken in diesen Versuchen fand dabei durch Injektion einer infizier-
ten Dottersacklösung in das Haemocoel der Zecken statt. Die Detektion von C. burnetii fand 
üblicherweise durch eine Vortestung der Zecken auf Rickettsia spp. mittels Hämocyten-Tests 
statt, bei welchem Hämolymphe durch die Amputation eines Beingliedes gewonnen und gefärbt 
wird (REHÀCEK et al. 1971). Dabei wurde häufig die Färbung nach Gimenéz angewandt, wel-
che eine Rickettsien-spezifische Färbemethode ist (GIMENÉZ 1964). Insbesondere die Schaf-
zecke Dermacentor marginatus wird mit der Übertragung von C. burnetii assoziiert, auch da in 
deren Verbreitungsgebiet vermehrt Q-Fieber-Fälle gemeldet werden (LIEBISCH 1976, WAL-
TER et al. 2016). LIEBISCH (1977) infizierte zudem Mäuse und Meerschweinchen parenteral 
mit Suspensionen potentiell infizierten Zecken und konnte durch die Serologie der infizierten 
Kleinsäuger ein anschließendes Infektionsgeschehen dieser Versuchstiere nachweisen. Auch 
aus I. ricinus wurden C. burnetii isoliert, eine molekularbiologische Bestätigung fand damals 
jedoch nicht statt (KAASERER et al. 1994). Durch diese Ergebnisse wurde C. burnetii seit 
seiner Entdeckung als zeckenübertragene Erkrankung eingestuft. Seit in den 80er Jahren das 
Verfahren der PCR Einzug erhalten hat, wurden in Studien weltweit Zecken von Wirten oder 
durch die Technik des Flaggens aus ihrer Umgebung gesammelt und auf zeckenübertragene 
Pathogene untersucht (LI und DUNLEY 1998). So kann unter anderem auch die Prävalenz von 
C. burnetii in den betroffenen Gebieten abgeschätzt werden. In Deutschland wurde zuletzt 
durch HILDEBRANDT et al. (2011) eine Prävalenz von 1,9 % in geflaggten I. ricinus ermittelt, 
während in den Prävalenzstudien von PLUTA et al. (2010) und HARTELT et al. (2008) keine 
DNA von C. burnetii gefunden wurde. In Europa wurden hohe Prävalenzen von über 10 % in 
verschiedenen Studien in Frankreich, Spanien, Italien sowie Serbien, aber auch in Polen, ermit-
telt (BONNET et al. 2013, SZYMAŃSKA-CZERWIŃSKA et al. 2013, TOMANOVIĆ et al. 
2013, MANCINI et al. 2019, GONZÀLEZ et al. 2020). Bei der Untersuchung von jeweils über 
500 Zecken per PCR konnten hingegen in Studien in Ungarn, Frankreich, Österreich, der Slo-
wakei sowie der Schweiz keine Nachweise von Coxiellen-DNA erbracht werden (GYURAN-
ECZ et al. 2012, MICHELET et al. 2016, MINICHOVÀ et al. 2017, SCHÖTTA et al. 2017, 
PILLOUX et al. 2018). In Zecken, welche während des Ausbruchs in den Niederlanden zwi-
schen den Jahren 2006 und 2010 gesammelt wurden, konnten nur fünf positive Zecken von 
Schafen gesammelt, welche jedoch zuvor geimpft wurden (SPRONG et al. 2012). Zur PCR-
Detektion von C. burnetii in Zecken stehen eine Vielzahl von Zielgenen, u.a. IS1111 (eine 
Transposon-ähnliche Insertionssequenz), icd (codierend für eine Isocitratdehydrogenase), sodB 
(codierend für eine Superoxiddismutase) und com1 (codierend für das äußere Membranprotein 





2006). Diese unterscheiden sich durch die hohe genetische Gleichheit von denen der CLE nur 
geringfügig, sodass weiterführende Untersuchungen, wie eine Sequenzierung, angezeigt sind, 
um eine Abgrenzung von CLE zu erreichen (DURON 2015, JOURDAIN et al. 2015). So wurde 
durch DURON (2015) in ca. einem Drittel der untersuchten CLE-infizierten Zecken die Trans-
poson-ähnliche Insertionssequenz IS1111 nachgewiesen. Durch die so möglichen Fehlinterpre-
tationen von PCR-Ergebnissen wird eine Überbewertung der Rolle der Zecke in der Q-Fieber-
Übertragung vermutet (DURON et al. 2015b). Der Nachweis eines Erregers innerhalb eines 
blutsaugenden Wirts gibt zudem nur Aufschluss über dessen Aufnahme, nicht aber über die 
Überträgerfunktion des entsprechenden potenziellen Vektors (ESTRADA-PEÑA et al. 2013). 
Für die Feststellung einer Vektorkompetenz sind daher Studien mit künstlich infizierten Zecken 
unter kontrollierten Bedingungen vonnöten. So wurde beispielsweise in einem Versuch mit Hy-
alomma aegyptium ein vollständiger Lebenszyklus infizierter Zecken einschließlich der hori-
zontalen Übertragung auf ein Meerschweinchen dargestellt und somit die Vektorkompetenz 
dieser Zeckenart bewiesen (ŠIROKÝ et al. 2010).  
2.3 Fütterung von Zecken 
Um Zecken unter Laborbedingungen zu halten sowie deren Lebensweise und Rolle als Vekto-
ren dokumentieren zu können, ist die Bereitstellung einer Blutmahlzeit in jedem Lebensstadium 
notwendig. Dabei wurden in der Vergangenheit vornehmlich Versuchstiere, z.B. Mäuse, Meer-
schweinchen oder Kaninchen, als Wirte eingesetzt (LEVIN und SCHUMACHER 2016) (Abb. 
4). Im Sinne der Einsparung von Tierversuchen aus Tierschutz- und Kostengründen wurden 
seit Mitte des letzten Jahrhunderts verschiedene Formen der artifiziellen Fütterung entwickelt 
(WALADDE et al. 1996). Die Einsatzmöglichkeiten solcher in-vitro-Fütterungssysteme um-
fassen, neben dem Halten und Züchten der Arthropoden, auch die Untersuchung der Übertra-
gung von Krankheitserregern sowie die Testung der Effizienz neuer Akarizide (KUHNERT 
1996). Die artifizielle Fütterung von Zecken stellt eine Herausforderung dar, was sowohl durch 
das komplexe Saugverhalten und die dadurch entstehenden Ansprüche an den Hautersatz als 
auch durch die lange Fixationsdauer verursacht wird.  
2.3.1 Fütterungssysteme 
Verschiedene artifizielle Ansätze Schildzecken zu füttern wurden bereits evaluiert 
(WALADDE et al. 1996). Zecken können, beispielsweise mittels doppelseitigen Klebebandes, 
fixiert werden und anschließend die Blutmahlzeit über die Mundwerkzeuge verabreicht bekom-
men. Dafür werden Kapillaren oder Pipettenspitzen verwendet, welche über dem Hypostom 





VALIM et al. 2017). Diese Systeme haben den Vorteil, dass die aufgenommene Blutmenge 
direkt kontrollierbar ist. Voraussetzung dafür ist jedoch, dass die Zecken zunächst für einige 
Tage auf einem tierischen Wirt gesogen haben, um die Nahrungsaufnahme zu stimulieren. In 
membranbasierten Fütterungssystemen können sich Zecken hingegen frei bewegen und durch 
eine tierische oder künstliche Haut, ähnlich dem natürlichen Zeckenstich, an einem Blutreser-
voir saugen (BONNET et al. 2007, KRÖBER und GUERIN 2007).  
Abbildung 4: Drei verschiedene Formen der Zeckenfütterung. Links: Fütterung am Tier, Mitte: 
Fütterung auf Tierhaut nach BONNET et al. (2007), rechts: Membranfütterung nach KRÖBER 
und GUERIN (2007). B: Blutreservoir, W: Warmwasserreservoir, Z: Zeckenreservoir. 
2.3.1.1 Membranbasierte Fütterungssysteme 
Bei dieser Art der Zeckenfütterung bildet die Membran einen entscheidenden Faktor. Während 
anfangs meist Tierhäute verwendet wurden, welche sehr anfällig für Verderb sind, wurden spä-
ter vermehrt artifizielle Membranen eingesetzt (VOIGT et al. 1993, BONNET et al. 2007). Hier 
können Materialien verwendet werden, die auch für die Fütterung anderer Arthropoden in Frage 
kommen, z.B. Parafilm® (ZHENG et al. 2015). Da diese Verschlussfolie jedoch keine selbst-
verschließenden Eigenschaften besitzt, werden Materialien wie Silikon bevorzugt, welches 
auch bei der Fütterung von Insekten verwendet wird (BAUER UND WETZEL 1976). Die 
Grundlage der Silikonmembranfütterung für Schildzecken wurde durch KUHNERT (1995) ge-
geben. Hierbei wurden Glasröhrchen verwendet, welche in einem Honigglas, in welchem sich 
Blut befand, aufgehängt waren. KRÖBER und GUERIN (2007) brachten dieses System auf 
eine 6-well-Platte, wodurch sich die Handhabung vereinfachte (vgl. Anhang 8.1). In diesem 
kontaminationsanfälligen System müssen regelmäßige Blutwechsel aller 8-14 Stunden stattfin-
den, was eine hohe Arbeitsbelastung darstellt. Daher wurden auch semiautomatisierte Fütte-
rungssysteme etabliert, in denen ein Blutwechsel nur einmal täglich erfolgen muss und zudem 
ein Blutfluss an den Membranen der Entmischung des Bluts entgegenwirkt (BONNET und LIU 






2.3.1.2 Fixierungsstimuli im Zeckenfütterungssystem 
Neben der Zusammensetzung, Dicke und Konsistenz der Membran bilden auch das verwendete 
Blut und dessen Zusätze, die verwendeten Umweltbedingungen sowie Fixierungsstimuli wei-
tere wichtige Faktoren. Als taktile Reize können Haare oder Wolle dienen, welche zur Vermei-
dung von Kontamination vorwiegend autoklaviert eingesetzt werden (DE MOURA et al. 1997, 
KRÖBER und GUERIN 2007). Alternativ kommen hier Moskitonetze aus Fiberglas oder Flie-
senkreuze zum Einsatz, wobei diese für die Fixation von juvenilen Zeckenstadien ein Hindernis 
darstellen (BÖHME 2016). Weiterhin ist der Einsatz von Geruch als ein potenter Stimulus be-
schrieben, dabei können beispielsweise Extrakte auf die Membran gegeben werden oder die 
künstliche Haut kann an einem Tier gerieben werden (KRÖBER und GUERIN 2007, FOURIE 
et al. 2013). Zudem sind Zecken untereinander ein starker Reiz, sodass die Anzahl der Zecken 
in der Kammer entscheidend ist und auch Zeckenkot oder dessen Extrakte das Fixierungsver-
halten anregen. KUHNERT et al. (1998) verwendeten außerdem weitere Stimulanzien, wie 
Buttersäure und Benzaldehyd, um die Nähe eines Wirtes zu simulieren. Ein weiterer wirkungs-
voller Stimulus ist Kohlenstoffdioxid. Da dieses in der Ausatemluft von Wirbeltieren vermehrt 
vorhanden ist, dient dieses Gas der Aktivitätssteigerung von Zecken. Außerdem verlieren Ze-
cken bei erhöhter CO2-Konzentration vermehrt Wasser über die Tracheen, was zu Stress und 
damit zu einer erhöhten Wahrscheinlichkeit für das Fixieren führt (HEFNAWY 1970, VOIGT 
et al. 1993). Dabei handelt es sich jedoch um einen unbestimmten Reiz, bei welchem zwar das 
Suchverhalten der Zecken aktiviert wird, jedoch weitere Reize zum Auffinden der Membran 
notwendig sind. Sobald die Zecke die Membran als künstliche Haut erkannt hat und an dieser 
fixiert ist, kann die Blutaufnahme erfolgen, welche durch verschiedene Blutzusätze stimuliert 
werden kann. So wird häufig eine erhöhte Glukosekonzentration des Blutes eingesetzt, die ne-
ben der Stabilisierung der Erythrozyten zur besseren Haltbarkeit des Bluts auch als Phagostim-
ulanz fungiert (KRULL et al. 2017). Außerdem können Glutathion sowie ATP das Saugverhal-
ten steigern (SOARES et al. 2013). Fütterungsversuche finden meist entweder bei 37 °C oder 
bei Raumtemperatur mit auf 37 °C erwärmtem Blut statt (YOUNG et al. 1996, TRENTELMAN 
et al. 2017, BÖHME et al. 2018). Weiterhin kann die Zeckenfütterung auch im Wasserbad 
stattfinden (KRÖBER und GUERIN et al. 2007, OLIVER et al. 2016). Ein so erzeugter Tem-
peraturgradient kann als Stimulus für die Fixation der Zecken dienen (OLIVER et al. 2016). 
2.3.1.3 Experimentelle Infektionen im membranbasierten in-vitro-System 
Das membranbasierte Fütterungssystem kann zur Modellierung vektorübertragener Pathogene 





Protozoen, Bakterien und Viren eingesetzt. TAJERI et al. (2016) konnten dabei die Aufnahme 
von Theileria lestoquardi durch die Speicheldrüse von Hyalomma anatolicum nachweisen, 
während WALADDE et al. (1995) ein membranbasiertes Fütterungssystem zur Untersuchung 
von Theileria parva in Rhipicephalus appendiculatus benutzten. Neben Theilerien untersuch-
ten VOIGT et al. (1993) auch die Übertragung von Ehrlichia ruminantium (früher Cowdria ru-
minantium) mittels eines in-vitro-Systems. Auch Babesia spp. wurden im Rahmen solcher Füt-
terungssysteme untersucht (BONNET et al. 2007). OLIVER et al. (2016) untersuchten mittels 
der Silikonmembran-basierten Fütterungseinheiten verschiedene bakterielle Erreger, unter an-
derem Borrelia burgdorferi und Anaplasma phagocytophilum auf die Aufnahme durch adulte 
Ixodes scapularis sowie die transstadiale Übertragung von Nymphen zu Adulten. Auch Ehr-
lichia canis sowie das FSME- und das West-Nil-Virus wurden bereits mithilfe eines artifiziel-
len Systems an Braune Hundezecken verfüttert und die transstadiale Übertragung dieser Patho-
gene untersucht (FOURIE et al. 2013, LIEBIG et al. 2020, RĂILEANU et al. 2020). Weiterhin 
kann auch der Zeitpunkt der möglichen Übertragung mit dem Speichel mittels des artifiziellen 






3.1  Stellungnahme zum Eigenanteil an den Arbeiten zur Publikation 
Das systematische Review wurde am IBIZ unter der Betreuung von Dr. Katja Mertens-Scholz 
angefertigt, welche an der Konzeption der Studie beteiligt war. Die Literaturrecherche und Aus-
wertung wurden eigenständig durchgeführt. Die Extraktion der Daten aus den einzelnen Stu-
dien fand zusätzlich durch jeweils einen weiteren Co-Autor als Kontrolle statt. Die Analyse der 
Daten und die statistischen Berechnungen wurden durch mich durchgeführt. 
Der Textentwurf sowie die graphischen Darstellungen habe ich selbstständig erstellt.  






































































































Table S1. Included studies on prevalence of C. burnetii in ticks in Europe 
  Reference Country Tick species N n Proportion (CI) Method/Target 
gene 
origin Sequenced CLE 
(1) Andersson et al. 
2018 





(0/1) I.c. (0/7), 
I.r. (0/209), R.b. 
(0/15), R.r. (0/1), 
R.s. (0/314) 
8252 0 0.001 qPCR (com1, 
icd, IS1111) 
mixed   
(2) Astobiza et al. 2011 Spain D.m., D.r., H.p., 
I.h., I.r. 
340 0 0.00 qPCR (IS1111) animals 
  










(4) Beltrame et al. 2018 Italy I.r. (0/43), R.s. 
(0/2) 
45 0 0.00 qPCR (IS30a) humans   
(5) Bernasconi et al. 
2002 
Switzerland D.m. (0/1), 
H.spp. (0/1), R.s. 
(0/24), R.t. (0/22) 





(6) Berthova et al. 2016 Slovakia I.r. (16/594) 594 16 0.03 (0.01-0.04) PCR (com1) animals no 
 
(7) Bielawska-Drózd et 
al. 2018 
Poland I.r. (17/1551) 1551 17 0.01 (0.01-0.02) 1 qPCR (IS1111) vegetation no 
 
(8) Bogunovic et al. 
2018 
Serbia D.r. (0/1), I.r. 
(0/87), R.s. 
(24/228) 






(9) Bonnet et al. 2013 France D.m. (44/377), 
D.r. (12/74), I.r. 
(8/44) 
495 64 0.13 (0.10-0.16) qPCR (IS1111) vegetation no  
 
(10) Cerutti et al. 2018 Italy I.r., Hy.spp., 
Hy.d./m., Hy.l., 
A.spp., I.ar. 
114 0 0.00 qPCR (IS1111) animals 
  
(11) Chaligiannis et al. 
2018 
Greece D.m. (pos), H.pa. 
(pos), H.p., H.s. 
(pos), I.g. (pos), 
R.b., R.s. (pos) 
179 32 0.18 (0.12-0.23) qPCR (IS1111) animals yes  
(7 samples) 
 
(12) Chisu et al. 2018 Italy D.m. (0/272), 
H.p. (0/71), H.s. 
(0/30), Hy.l. 
(0/73), Hy.m. 
(2/45), I.fe. (0/6), 
R.a. (2/11), R.b. 
(3/400), R.s. 
(14/710) 
1618 21 0.01 (0.01-0.02) PCR (sodB) mixed yes 
 
(13) Chisu et al. 2020a Italy D.m. (1/15), H.p. 
(0/5), H.s. (0/9), 
Hy.l. (0/1), 
Hy.m. (1/8), 
I.spp. (0/1), I.fe. 
(0/1), R.spp. 
(0/7), R.b. (5/34), 
R.s. (22/149) 
230 29 0.13 (0.08-0.17) PCR (sodB) animals yes 
 
(14) Chisu et al 2020b Italy I.r. (0/37) 37 0 0.00 PCR (sodB) animals   
(15) Chitimia-Dobler et 
al. 2019 
Germany Hy.m. (0/10), 
Hy.r. (0/8) 
18 0 0.00 qPCR (IS1111) mixed 
  
(16) Desjardins et al. 
2018 
France D.spp. (2/5), 
H.spp. (5/21), 







(17) Duh et al. 2006 Slovakia D.r. (0/100) 100 0 0.00 PCR(IS1111) vegetation  
  
(18) Ebani et al. 2015 Italy D.m. (0/72), H.p. 
(0/30), I.r. 
(0/330) 
432 0 0.001 PCR (IS1111) animals 
  
(19) González et al. 2020 Spain Hy.l. (128/236) 236 128 0.54 (0.48-0.61) qPCR (IS1111) animals no 
 
(20) Grech-Angelini et al. 
2019 
France D.m. (0/156), 












(21) Gyuranecz et al. 
2012 
Hungary D.spp. (0/4), 
D.m. (0/369), 






5402 0 0.00 qPCR (IS1111) mixed 
  








(24) Hildebrandt et al. 
2011 




(25) Hornók et al. 2013 Hungary H.c. (0/1), Hy.m. 
(0/3), I.r. (0/104) 






(26) Kalmár et al. 2020 Romania I.r. (0/522) 522 0 0.00 qPCR (IS1111) humans 
  
(27) Kazimirová et al. 
2018 
Slovakia H.c. (0/33), I.r. 
(6/641) 
674 6 0.01 (0.00-0.02)1 PCR (com1) animals no 
 
(28) Knap et al. 2019 Slovenia D.r. (0/10), H.p. 
(1/65), I.r. 
(6/626) 
701 17 0.02 (0.01-0.04) qPCR (IS1111) mixed no 
 
(29) Mancini et al. 2014 Italy D.m. (1/7), H.p. 
(1/4), I.r. (3/33), 
R.t. (23/85) 
129 28 0.22 (0.15-0.29) qPCR (icd) vegetation no  
 
(30) Mancini et al. 2019 Italy Hy.m. (4/12), 
R.a. (70/215), 
R.b. (9/28) 




















(32) Michelet et al. 2016 France D.m. (0/67), D.r. 
(0/29), H.p. 
(0/532) 
628 0 0.00 qPCR (icd) vegetation  
  
(33) Millán et al. 2016 Spain I. spp. (0/43), 
R.s. (0/266) 




(34) Minichová et al. 
2017 
Slovakia D.m. (0/182), 
H.c. (0/166), H.c. 
(0/5), I.r. 
(0/3983) 
4336 0 0.00 qPCR (com1) mixed 
  
(35) Pajoro et al. 2018 Italy I.r. (0/251) 251 0 0.00 PCR (IS1111) animals 
  
(36) Papa et al. 2017 Greece D.m. (0/11), 
H.pa. (0/2), I.r. 
(0/10), R.spp. 













(37) Pascucci et al. 2015 Italy D.m. (0/1), H.p. 
(0/2), Hy.spp. 
(0/1), I.spp (1/7), 
I.ac. (6/92) I.h. 
(0/2), I.r. (4/23), 
R.t. (0/44) 
172 11 0.06 (0.03-0.10) 1 qPCR (IS1111) animals yes 
 





(0/3), I.fr. (0/2), 
I.r. (0/3)  
443 0 0.00 qPCR (IS1111) animals 
  
(39) Pastiu et al. 2012 Romania Hy.ae. (45/448) 448 45 0.10 (0.07-0.13) PCR (IS1111) animals no 
 
(40) Pilloux et al. 2019 Switzerland I.r. (0/62889) 62889 0 0.001 qPCR (ompA) vegetation 
  
(41) Pistone et al. 2017 Italy I.r. (0/403) 403 0 0.00 PCR (IS1111) mixed 
  
(42) Pluta et al, 2010 Germany D.m. (0/77), D.r. 
(0/133), D.spp. 
(0/456) 




(43) Quarsten et al. 2015 Norway I.r. (0/600) 600 0 0.001 qPCR (icd) vegetation 
  
(44) Raele et al. 2015 Italy R.b. (0/60) + 40 
egg samples 









(46) Reye et al. 2013 Belarus D.r. (0/226), I.r. 
(5/327) 




(47) Santos et al. 2018 Portugal D.m. (1/2), H.i. 
(0/2), H.p. 
(0/13), I.f. (2/12), 












(48) Santos-Silva et al. 
2017 
Portugal D.m. (1/13), 
Hy.l. (31/175), 
I.r. (1/4), R.b. 
(0/7), R.p. (1/21), 
R.s. (0/11) 
231 34 0.14 (0.10-0.19) qPCR (IS1111) mixed no 
 
(49) Satta et al. 2011 Italy D.m. (0/15), H.s. 
(1/25), Hy.m. 
(0/15), R.b. 
(0/90), R.p. (0/5), 
R.s. (5/1045), 
R.t. (1/290) 
1485 7 0.00 (0.00-0.01) 1 PCR (sodB) animals no 
 
(50) Schabereiter-Gurtner 
et al. 2003 
Austria I.r. (0/22) 22 0 0.001 PCR (16S rRNA) vegetation 
 
I.r. 




(52) Smetanova et al. 
2006 
Slovakia D.m. (0/16), D.r. 
(0/9), I.r. (2/327) 
352 2 0.01 (0.00-0.01) PCR (com1) mixed no 
 
(53) Socolovschi et al. 
2012 
France D.m. (0/2), 
H.spp. (0/1), H.p. 
(0/1), Hy.spp. 
(0/1), Hy.r. (0/1), 
I.spp. (0/12), R.s. 
(1/96), R.t. (0/4) 




(54) Spitalska et al. 2002 Slovakia D.r. (0/1), H.c. 
(1/26), I.r. 
(1/106) 












D.m. (3/43), D.r. 
(0/1), H.c. (1/26), 
H.i. (0/7), I.r. 
(2/158) 





(56) Spitalska and Kocia-
nova 2003b 
Slovakia D.r. (0/5), H.c. 
(1/32), I.r. 
(1/141) 
1782 2 0.01 (0.00-0.03) PCR (com1), 
hemocyte test 
vegetation no  
 
(57) Spitalska et al. 2006 Slovakia I.r. (0/92) 92 0 0.00 PCR (com1) animals 
  
(58) Spitalska et al. 2018 Slovakia D.r. (7/334), H.i. 
(0/108), I.r. 
(8/163) 
605 15 0.02 (0.01-0.04) qPCR (16S 
rRNA/ groEL) 




(59) Sprong et al. 2012 The Nether-
lands 
D.r. (0/1), I.r. 
(6/2976) 




(60) Sprong et al. 2019 Great Britain D.r. (0/113) 113 0 0.00 qPCR 
(icd/IS1111) 
vegetation  no 
 








  The Nether-
lands 




(61) Subramanian et al. 
2012 
Slovakia I.r. (0/80) 80 0 0.00 qPCR (IS1111) vegetation no 
 
(62) Sukara et al. 2018 Serbia D.r. (0/47), H.c. 
(0/7), I.r. (0/64) 
118 0 0.00 qPCR (com1) animals 
  
(63) Szymanska-
Czerwinska et al. 
2013 
Poland I.r. (191/1200) 1200 191 0.16 (0.14-0.18) qPCR (IS1111) vegetation no 
 
(64) Tijsse-Klasen et al. 
2015 
Great Britain D.r. (0/61), H.p. 
(0/99) 






(65) Tokarevich et al. 
2019 
Bulgaria5 D.spp. (0/7), D.r. 
(1/54), H.spp. 
(0/1), Hy.spp. 
(0/3), I.r. (0/10), 
R.spp. (0/10), 
R.b. (0/2), R.s. 
(0/12) 
99 1 0.01 (0-0.03) PCR (com1, 
16SrRNA) 
vegetation  yes 
 
(66) Toledo et al. 2009 Spain A.l. (0/1), D.m. 
(25/348), H.h. 
(0/6), H.p. (0/1), 
Hy.l. (67/795), 
Hy.m. (0/13), I.r. 
(0/8), R.b. (0/56), 
R.p. (1/108), R.s. 
(2/146) 









127 42 0.33 (0.25-0.41) qPCR (icd) animals no 
 
(68) Tomanovic et al. 
2013 
Serbia D.m. (0/15), D.r. 
(2/53), H.c. 
(10/35), H.p. 
(0/2), I.r. (17/27) 
132 29 0.22 (0.15-0.29) PCR (sodB) vegetation yes 
 
(69) Varela-Castro et al. 
2018 






669 67 0.10 (0.08-0.12) 1 PCR (IS1111) animals yes  
(5 samples) 
 
(70) Vila et al. 2019 Spain D.r., Hy.m., I.r., 
I.h., R.s.  
1600 0 0.001 PCR (16srRNA)  animals 
 






(71) Wallménius et al. 
2012 
Sweden I.r. (0/786) 786 0 0.00 qPCR (icd) mixed 
  
(72) Zhang et al. 2019 Slovakia D.m. (0/24), D.r. 
(0/24) 




A.l. Amblyomma latum; A.v. Amblyomma variegatum; D.m. Dermacentor marginatus; D.r. Dermacentor reticulatus; H.c. Haemaphysalis concinna; 
H.h. Haemaphysalis hispanica; H.i. Haemaphysalis inermis; H.p. Haemaphysalis punctata; H.pa. Haemaphysalis parva; H.s. Haemaphysalis sul-
cata; Hy ae. Hyalomma aegyptium; Hy.d. Hyalomma dromedarii; Hy.l. Hyalomma lusitanicum; Hy.m. Hyalomma marginatum; Hy.r. Hyalomma 
rufipes; Hy.s. Hyalomma scupense; Hy.t. Hyalomma truncatum; I.ar. Ixodes arbicola; I.c. Ixodes crenulatus; I.fe. Ixodes festai; I.fr. Ixodes frontalis; 
I.g. Ixodes gibbosus; I.h. Ixodes hexagonus; I.r. Ixodes ricinus; I.v. Ixodes ventalloi; R.a. Rhipicephalus annulatus; R.b. Rhipicephalus bursa; R.p. 
Rhipicephalus pusillus; R.r. Rhipicephalus rossicus; R.s. Rhipicephalus sanguineus s.l.; R.t. Rhipicephalus turanicus 
N amount of ticks tested for Coxiella-DNA; n Coxiella-positive ticks 
1Ticks tested in pools, MIR 2Different total amount given in the Text 3 sampled from vaccinated herd, 5 further ticks only IS1111 positive 41 tick icd 
positive but IS1111 negative 5Further ticks were collected in Russia 
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Q-Fieber hat als Zoonose große Relevanz für die Gesundheit von Menschen und Tieren. Das 
detaillierte Verständnis der Epidemiologie der Erkrankung ist demnach unerlässlich, auch im 
Hinblick auf potenzielle Monitoring- und Bekämpfungsstrategien. 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden Literaturdatenbanken systematisch nach Prävalenz- und Vek-
torkompetenzstudien zum Thema C. burnetii in Zecken in Europa durchsucht und die gefunde-
nen Studien ausgewertet. Ziel dieser Arbeit war es weiterhin, die Vektorkompetenz zweier hei-
mischer Zeckenspezies mithilfe eines artifiziellen Fütterungssystems zu evaluieren. 
In der Auswertung der Studien der letzten 20 Jahre zum Thema Q-Fieber in Zecken in Europa 
stellte sich ein Gefälle der durchschnittlichen Prävalenz von Süd nach Nord dar. Dabei wurde 
in Studien im Mittelmeerraum eine signifikant höhere Prävalenz im Vergleich zu Studien in 
Westeuropa festgestellt. Dies kann mit dem erhöhten Vorkommen von Zecken der Gattungen 
Hyalomma spp. und Rhipicephalus spp. in Südeuropa zusammenhängen. Der Eintrag dieser 
Zeckenspezies nach Deutschland vor dem Hintergrund von Klimawandel und erhöhter Reise-
tätigkeit sollte daher kritisch beobachtet werden (CHITIMIA-DOBLER et al. 2019). Allerdings 
sind insbesondere diese beiden Gattungen auch bekannt dafür, in hohem Maße CLE in sich zu 
tragen (MACHADO-FERREIA et al. 2016, BEN-YOSEF et al. 2020). In den ausgewerteten 
Studien wurden positive Ergebnisse jedoch nur zu einem kleinen Teil sequenziert, wodurch 
nicht mit Sicherheit bestimmt werden kann, ob es sich bei den Nachweisen tatsächlich um 
C. burnetii handelt. Zwischen den in den ausgewerteten Studien verwendeten Zielgenen für den 
molekularen Nachweis wurden keine signifikanten Unterschiede nachgewiesen. Es wurden in 
der Literatur in CLE-infizierten und C. burnetii-freien Zecken Nachweise üblich verwendeter 
Zielgene, wie IS1111 und icd, erzielt (DURON 2015, JOURDAIN et al. 2015). Daraus lässt 
sich schlussfolgern, dass Nachweise der üblichen Gensequenzen nicht spezifisch für C. burnetii 
sind und es zu einer Fehlinterpretation von CLE als C. burnetii und damit zur Überbewertung 
der Rolle der Zecken als Vektoren kommen kann. Für die Bewertung der Relevanz von Zecken 
in der Epidemiologie von Q-Fieber ist daher die genaue Planung der Studien und deren kritische 
Auswertung unerlässlich. Dabei ist insbesondere auf die Auswahl der Methoden zu achten; so 
sollten mehrere Zielgene verwendet und positive Proben sequenziert werden. Bisher gibt es 
außer der Sequenzierung keine Methode, die eine valide Unterscheidung zwischen C. burnetii 
und CLE zulässt. Daher sollte die Etablierung spezifischer Nachweismethoden, welche insbe-
sondere auch für das Screening einer hohen Probenzahl geeignet sind, einen wesentlichen As-





Die Bedeutung von CLE als Symbionten für Zecken ist nachgewiesen, doch über die Relevanz 
der CLE als Pathogene ist bisher wenig bekannt. So werden sie überwiegend als apathogen 
eingeschätzt, dennoch konnte ihnen eine Beteiligung an Tiererkrankungen sowie Hautinfektio-
nen nachgewiesen werden (ANGELAKIS et al. 2016, FLANDERS et al. 2017). BRENNER et 
al. (2020) zeigten mittels Sequenzierung, dass die Vorfahren der in der Lederzecke Ornithodo-
ros amblus symbiontisch lebenden CLE in der Lage gewesen sein mussten, Immunzellen zu 
infizieren. Anderen Untersuchungen zufolge hat C. burnetii seinen phylogenetischen Ursprung 
in apathogenen CLE (DURON et al. 2015a). Die Unterscheidung zwischen CLE und C. burnetii 
kann daher auch für die Einschätzung des pathogenen Potentials der Symbionten von Relevanz 
sein. 
Die unterschiedliche Verteilung der Prävalenzen auch innerhalb einzelner Länder über die ver-
schiedenen Studien hinweg legt weiterhin nahe, dass sich infizierte Zecken möglicherweise in 
räumlich eng begrenzten Hot-Spots konzentrieren. LIEBISCH (1977) stellte die Hypothese auf, 
dass C. burnetii eine solche Naturherdinfektion sei. Die Bildung von Foci ist ebenfalls von an-
deren zeckenübertragenen Pathogenen, z.B. FSME, bekannt (ZEMAN 1997, WALLENHAM-
MAR et al. 2020). Die Untersuchung von Zecken aus der Vegetation oder von Wildtieren im 
Rahmen von Q-Fieber-Ausbrüchen ungeklärter Ursache könnte daher zum Auffinden solcher 
Hot-Spots führen.  
In dieser Dissertation wurde weiterhin die Vektorkompetenz von I. ricinus und D. marginatus 
unter Laborbedingungen untersucht. Dazu wurde ein artifizielles Fütterungssystem nach dem 
Vorbild von KRÖBER und GUERIN (2007) verwendet. Beide Zeckenspezies konnten erfolg-
reich im in-vitro-Fütterungssystem gefüttert werden. Sowohl adulte Vertreter beider Spezies 
als auch Nymphen der Spezies I. ricinus wurden gefüttert, wobei Letztere sich unter Laborbe-
dingungen auch häuteten. Die erzielten Anteile vollgesogener Zecken an der Zahl eingesetzter 
Zecken (Vollsaugraten) waren vergleichbar mit denen anderer Studien mit dem verwendeten 
Fütterungsmodell (OLIVER et al. 2016, KRULL et al. 2017), die Häutungsrate war mit 92 % 
etwas höher (BÖHME 2016). Dies kann möglicherweise mit dem Fehlen antibiotischer Blut-
zusätze erklärt werden, welche im Rahmen der Versuche mit C. burnetii nicht eingesetzt wer-
den konnten. Durch die Gefahr mikrobieller Kontamination des Bluts und der Membran und 
Kammer im Verlaufe der langwierigen Fütterung bei hoher Temperatur und Luftfeuchtigkeit, 
ist der Einsatz von Breitbandantibiotika und Antimykotika in der Zeckenfütterung häufig be-
schrieben (KUHNERT 1996, KRÖBER und GUERIN 2007, OLIVER et al. 2016). KRULL et 





behandeltem Blut gesaugt haben. Mehrere Studien wiesen jedoch nach, dass die antibiotische 
Behandlung durch ihre Wirkung auf das Mikrobiom einen negativen Einfluss auf die Fertilität 
und Weiterentwicklungsfähigkeit von Zecken hat (GUIZZO et al. 2017, LI et al. 2018a, BEN-
YOSEF et al. 2020).  
Im Vergleich der beiden verwendeten Spezies im artifiziellen Fütterungssystem stellen sich 
D. marginatus mit einer niedrigeren Fixations- und Vollsaugrate als schwieriger zu füttern dar. 
In der Fütterung der D. marginatus wurde in allen Versuchen eine Vollsaugrate von nur 29 % 
erreicht. In der Literatur wurden in Versuchen mit eng verwandten D. reticulatus mittels kon-
ventionellem und semi-automatisiertem Fütterungssystem unter verschiedenen Bedingungen 
Vollsaugraten zwischen 17 % und 49,6 % erreicht (KRULL et al. 2017, BÖHME et al. 2018). 
KRULL et al. (2017) untersuchten eine Verbesserung der Fütterung durch die Änderung ver-
schiedener Umweltfaktoren. Dabei führte beispielsweise eine auf 5 % gesteigerte CO2-Kon-
zentration zu einer signifikanten Erhöhung der Vollsaugrate. Auch eine erhöhte Glukosekon-
zentration von 4 g/l im Blut erzeugte einen positiven, wenn auch nicht signifikanten, Effekt. 
Eine Ursache für die niedrigen Fixierungsraten von Dermacentor spp. könnte in den deutlich 
kürzeren Mundwerkzeugen im Vergleich zu I. ricinus liegen. Allerdings wurde auch in den 
Vorversuchen zu den im Rahmen der Veröffentlichung durchgeführten Experimente unter Ver-
wendung von dünneren Membranen, wie sie auch zur Nymphenfütterung eingesetzt werden, 
keine Steigerung erzielt. 
Weibliche I. ricinus, welche mit C. burnetii-haltigem Blut gefüttert wurden, nahmen den Erre-
ger aus dem Blut auf und waren während der Fütterung sowie bis zu sieben Wochen danach 
positiv für C. burnetii-DNA. Dabei unterschied sich die Höhe der Bakterienlast pro Milligramm 
Zecke zwischen den verschiedenen Zeitpunkten kaum. Das weist darauf hin, dass nach der Füt-
terung der adulten Weibchen mit C. burnetii keine starke Replikation des Erregers in der Zecke 
stattfand. KORDOVA und REHACEK (1959) wiesen hingegen sowohl I. ricinus als auch in 
D. marginatus eine mögliche Eignung zur Replikation von C. burnetii nach. Hierbei fand die 
Infektion der Zecken jedoch durch parenterale Injektion statt. Zwischen den Fütterungen auf 
Blut mit und ohne C. burnetii wurden keine signifikanten Unterschiede in der Zeckenfütterung 
nachgewiesen. Während bei OLIVER et al. (2016) ebenfalls kein Unterschied in der Fixie-
rungs- und Vollsaugrate der Nymphen zwischen nativem und infiziertem Blut bestand, konnten 
LIU et al. (2014) eine Reduktion von Vollsaugrate und -gewicht bei I. ricinus feststellen, die 





Sowohl I. ricinus als auch D. marginatus schieden in allen Versuchen C. burnetii-DNA mit 
dem Kot aus. Dies bestätigt historische Versuche, in denen Zeckenkot sich als infektiös für 
Meerschweinchen darstellte (SMITH 1941). Allerdings wurden in Veröffentlichungen dieser 
Zeit Methoden häufig nicht detailliert dargestellt, was die Bewertung der Aussagekraft er-
schwert. Auch SCHLIESSER (1991) berichtete von einer Ausscheidung und hohen Tenazität 
von C. burnetii mit dem Zeckenkot. In der hier vorliegenden Studie wurde ein Ausscheidungs-
verlauf unter kontrollierten artifiziellen Bedingungen dargestellt. Dass in allen Versuchen, bei 
denen Zecken mit Erregerkonzentrationen von 105 und 106 GE/ml gefüttert wurden, eine er-
höhte Ausscheidung nach 10 Tagen der Fütterung auftrat, stützt die Hypothese, dass sich 
C. burnetii in den Mitteldarmzellen der Zecke vermehrt haben könnte. Durch eine 36-stündige 
Fütterung mit infektiösem Blut zu Beginn des Versuchs und die anschließende Fütterung auf 
sterilem Blut wurde in weiteren Versuchen eine Kontamination des Inneren der Kammer mit 
C. burnetii ausgeschlossen. Diese Versuche zeigten außerdem, dass eine kurze Bakteriämie 
ausreichend sein könnte, damit Zecken C. burnetii in hohem Maße ausscheiden. Eine Infektion 
mit 104 GE/ml Blut erwies sich als nicht ausreichend für die Infektion der Zecken. Durch Sek-
tion und Färbung nach Gimenéz, welche jedoch nach heutigen Standards als unspezifisch in 
Zecken bewertet werden muss, wurden schon bei ŽUPANČIČOVÀ-MAJERSKA et al. (1972) 
verstärkt Coxiellen im Mitteldarm nachgewiesen. Dass Zecken, im Gegensatz zu anderen 
Arthropoden, intrazellulär in sauren Kompartimenten verdauen, spricht weiterhin für eine mög-
liche Vermehrung innerhalb der Mitteldarmzellen (SOJKA et al. 2013). Die erfolgreiche Iso-
lierung der C. burnetii aus dem ausgeschiedenen Zeckenkot in der Zellkultur zeigt, dass der 
Kot auch nach Filtration durch 0,45 µm-große Filter C. burnetii in für die Infektion der Zell-
kultur ausreichenden Mengen enthält. Auch bei der Anzucht der Erreger aus Zeckenkot nach 
12 Monaten Lagerung bei 4-7 °C konnten CCV in Zellkultur in Mausfibroblasten festgestellt 
werden (eigene, unveröffentlichte Daten). Dies unterstützt die Studie von SMITH (1941), bei 
welcher auch nach 65 Tagen Meerschweinchen mit Zeckenkot infiziert werden konnten. Die 
hohe Umweltresistenz der Erreger begünstigt die lange Infektiosität von C. burnetii im Zecken-
kot. Eingetrockneter Zeckenkot kann Stäube verursachen, welche zur Infektion führen könnten. 
Die Ergebnisse machen deutlich, dass insbesondere in positiven Herden eine Gefahr von infi-
zierten Zecken ausgehen könnte, z.B. durch anhaftenden Zeckenkot im Vlies von Schafen. Die-
ser kann durch die Schur freigesetzt werden und könnte möglicherweise anschließend zur In-





Umgebung einer Schur einer seropositiven Schafherde C. burnetii-DNA in Staubproben iden-
tifiziert; allerdings ist dabei nicht geklärt, auf welchem Wege die Erreger ausgeschieden wurden 
und ob es sich um infektiöse Erreger handelte. 
Im Rahmen der vorliegenden Dissertation konnte weiterhin eine transstadiale Übertragung von 
C. burnetii von Nymphen auf das adulte Stadium von I. ricinus nachgewiesen werden sowie 
eine sich anschließende erneute Ausscheidung von C. burnetii über den Zeckenkot. Der Aus-
scheidungsverlauf stellte sich hierbei in der Form dar, dass schon zu Beginn der Fütterung über 
105 GE C. burnetii/mg Zeckenkot ausgeschieden wurde und diese Erregerkonzentration wäh-
rend der Fütterung geringfügig anstieg. Diese Steigerung könnte mit der höheren Konzentrie-
rung des Kots gegen Ende der Fütterung zusammenhängen. Die transstadiale Übertragungsrate 
betrug bei diesem Versuch 25 %. ŠIROKÝ et al. (2010) konnten in Versuchen mit Hyalomma 
aegyptium ebenfalls eine transstadiale Übertragung mit einer Rate von 28,9 % von Nymphen 
zu Adulten nachweisen. Dies stimmt mit den in dieser Studie nachgewiesenen Daten überein. 
Weiterhin wurden in der genannten Studie gesunde Meerschweinchen durch C. burnetii-posi-
tive Nymphen infiziert, wodurch eine horizontale Übertragung nachgewiesen wurde. Bei der 
Verwendung von Tieren kann jedoch nicht ausgeschlossen werden, dass die Infektion des Tie-
res durch Inhalation des Zeckenkots stattfand. Auch in einer Studie von GONZÀLEZ et al. 
(2020) waren über ein Drittel der von Tieren entfernten Hyalomma lusitanicum Nymphen mit 
unklarem Infektionsstatus auch nach der Häutung positiv für C. burnetii und injizierten den 
Erreger in das Blut eines artifiziellen Fütterungssystems. Im Gegensatz zur vorliegenden Studie 
erfolgte dort kein Nachweis von C. burnetii im Zeckenkot. Obwohl die Übertragungsraten in 
der hier durchgeführten Studie in Einklang mit Daten aus der Literatur über andere Zeckenspe-
zies stehen, herrschen demnach unterschiedliche Angaben über den sich anschließenden Über-
tragungsweg. Dabei kann sich jedoch die Vektorkompetenz und der Übertragungsweg zwi-
schen den Zeckenspezies unterscheiden. Das in-vitro-Fütterungssystem ist hier im Vorteil zur 
herkömmlichen Fütterung auf Versuchstieren. Mittels dieses Systems kann unter kontrollierten 
Bedingungen eine Ausscheidung mit dem Speichel und mit dem Kot unterschieden werden, 
während bei einer Infektion eines Versuchstieres der ursächliche Übertragungsweg nicht mit 
Sicherheit nachverfolgbar ist. 
Der Gemeine Holzbock ist der Hauptvektor zeckenübertragener Erkrankungen in Mitteleuropa. 
In europäischen Studien wurde im Durchschnitt in 0,4 % der getesteten I. ricinus C. burnetii 
nachgewiesen. Eine Isolation von C. burnetii aus I. ricinus, jedoch ohne molekulardiagnosti-





allgemein niedrige Prävalenz des Erregers gegen eine bedeutende Rolle der Spezies bei der 
Übertragung von Q-Fieber in Deutschland (HARTELT et al. 2008, PLUTA et al. 2010, HIL-
DEBRANDT et al. 2011). 
Durch die niedrige Vollsaugrate war es nicht möglich, auch D. marginatus mit verschiedenen 
Konzentrationen von C. burnetii zu füttern. Dennoch stellte sich in den durchgeführten Versu-
chen bezüglich der Ausscheidung der Erreger ein mit I. ricinus vergleichbares Bild dar. LIE-
BISCH (1977) erklärte D. marginatus zu einem wichtigen Vektor in Deutschland – zum einen, 
da er in diesen Zeckenspezies C. burnetii mittels parenteraler Infektion von Meerschweinchen 
detektiert hat, zum anderen, da die Verbreitung von D. marginatus mit vermehrt gemeldeten 
Q-Fieber-Fällen in Deutschland starke Überschneidungen aufweist. STING et al. (2004) wiesen 
in einer von 1066 in Baden-Württemberg gesammelten Zecken der Gattung Dermacentor 
C. burnetii nach. In den ausgewerteten europäischen Prävalenzstudien wurde ebenfalls keine 
erhöhte Prävalenz in Dermacentor spp. festgestellt. Auch in der hier durchgeführten Studie 
ließen sich keine signifikanten Unterschiede in der Ausscheidung von C. burnetii dieser Spezies 
zu der von I. ricinus nachweisen. Jedoch muss bedacht werden, dass D. marginatus aufgrund 
der Größe höhere Mengen an Zeckenkot ausscheidet, wodurch sich eine erhöhte Gesamterre-
gerlast ergeben kann. Es wurden keine Versuche zur transstadialen Übertragung von D. margi-
natus durchgeführt. Juvenile Stadien von Dermacentor spp. konnten in der Vergangenheit trotz 
des Einsatzes verschiedener Stimuli nicht erfolgreich gefüttert werden (KRULL et al. 2017, 
BÖHME 2016). Dies kann an der Kürze der Mundwerkzeuge liegen oder auch an der endophi-
len Lebensweise. Für die Klärung der Vektorkompetenz der Spezies ist es daher notwendig, 
alternative Fütterungsmethoden zu entwickeln und Fütterungsstimuli zu erforschen, welche die 
Fixation der juvenilen Lebensstadien fördert. TRENTELMAN et al. (2017) haben bereits ein 
auf 24-Well-Platten basierendes Membransystem für juvenile Rhipicephalus australis entwi-
ckelt, welche ebenfalls über kurze Mundwerkzeuge verfügen. Ähnliche Systeme könnten daher 
möglicherweise auch für Dermacentor spp. geeignet sein. 
In den Versuchen wurde gezeigt, dass heimische Zecken, insbesondere I. ricinus, unter Labor-
bedingungen eine Vektorkompetenz besitzen. Mit dem in-vitro-Fütterungssystem können im 
Sinne der „3R-Prinzipien“ – Replace, Reduce, Refine – Tierversuche eingespart werden und 
insbesondere in der Arbeit mit S3-Erregern kann Aufwand verringert werden. KRÖBER und 
GUERIN (2007) stellten dar, dass diese Fütterungsmethode ressourcenschonend ist und sich 
auch für die Testung akarizider Substanzen eignet. Bereits OLIVER et al. (2016) führten mit 





mit Anaplasma phagocytophilum, Borrelia burgdorferi, Rickettsia monacensis oder einem 
Ehrlichia muris-ähnlichem Pathogen infiziert und auf transstadiale Übertragung untersucht 
wurden. Dabei konnte eine transstadiale Übertragung aller Pathogene nachgewiesen werden, 
allerdings in unterschiedlichem Maße. Als möglicher Einflussfaktor wurde hierbei die Zugabe 
von Bakterien zum Futterblut innerhalb ihrer zur Anzucht verwendeten Zellen diskutiert. Im 
vorliegenden Versuch wurden die verwendeten C. burnetii vor der Fütterung aus den zur An-
zucht verwendeten L929-Zellen aufgereinigt und ohne Wirtszelle verfüttert, wodurch dieser 
Einflussfaktor als gering anzusehen ist.  
Die in-vitro-Fütterung stellt ein Modell für die natürliche Infektion von Zecken dar. Durch die 
artifizielle Infektion der Zecken mit Pathogenen kann eine prinzipielle Vektorkompetenz im 
Sinne der transstadialen Übertragung zur nächsten Entwicklungsstufe sowie der transovarialen 
Übertragung in die nächste Generation untersucht werden. Dabei erreicht das Modell seine 
Grenzen darin, dass verschiedene Faktoren der Infektion des Wirts, wie Höhe und Dauer der 
Bakteriämie, artifiziell erreicht werden müssen. In der Studie wurde in I. ricinus eine Ausschei-
dung von Bakterien ab einer Infektionskonzentration von 105 GE/ml gezeigt. In Versuchen, in 
denen Zecken nur zu Beginn der Fütterung auf Coxiellen-haltigem Blut gefüttert wurden, war 
eine erneute Ausscheidung im Kot nach einer Woche erst ab einer Konzentration von 106 GE/ml 
sichtbar. Bei akut infizierten Menschen können C. burnetii-Konzentrationen über 105 GE/ml 
Blut nachgewiesen werden, allerdings liegen keine Aussagen zur Dauer einer solchen Bakte-
riämie vor (WIELDERS et al. 2013). Eine Bakteriämie dieser Höhe kann nach Aussage der 
Literatur ebenfalls in Mäusen erreicht werden; in Versuchen mit experimentell infizierten Zie-
gen wurden hingegen keine C. burnetii im Blut nachgewiesen (MELENOTTE et al. 2016, RO-
EST et al. 2012, ROEST et al. 2020). In den Versuchen zur transstadialen Übertragung wurden 
die Nymphen über den gesamten Fütterungszeitraum mit einer Konzentration von 106 GE/ml 
Blut gefüttert. Es gibt kaum Daten über die Dauer der Bakteriämie bei Coxiellose im Wirtstier, 
doch Modellstudien legen nahe, dass die Bakteriämie über diesen Zeitraum nicht in der Höhe 
aufrechterhalten wird. GONZÀLEZ et al. (2020) konnten im gleichen Fütterungsmodell eine 
horizontale Übertragung von C. burnetii durch natürlich infizierte Hyalomma lusitanicum mit 
unbekanntem Infektionsstatus nachweisen. In der vorliegenden Studie konnte dies bei transsta-
dial infizierten Adulten jedoch nicht nachgewiesen werden, allerdings war die Sensitivität der 
verwendeten Methoden nicht ausreichend, um eventuell vorhandene kleinere Mengen an 
Coxiellen im Blut nachzuweisen. Die verwendete qPCR hatte ein Detektionslimit von 10 Ko-
pien, zudem tritt durch die Menge des Blutes (1 ml), in das die Zecken potenziell Erreger inji-





Infektion eines Menschen ausreichen, ist eine Infektion durch den Stich einer Zecke nicht aus-
zuschließen, scheint jedoch ein untergeordneter Übertragungsweg zu sein. Weitere Experi-
mente, möglicherweise mit kleineren Blutmengen, wie sie in einer Fütterung über Kapillaren 
verwendet werden, oder die Verwendung sensitiverer Methoden sind notwendig, um die Über-
tragung von C. burnetii durch den Zeckenstich der I. ricinus ausschließen zu können. Weiterhin 
wurde in den Versuchen mit dem attenuierten Stamm Nine Mile Phase II gearbeitet. Diesem 
fehlt durch das unvollständige LPS ein Virulenzfaktor. In Zellkultur stellt sich dieser dennoch 
als infektiös dar, wodurch er als Modell in Laborversuchen überwiegend eingesetzt wird. Den-
noch könnten Versuche mit virulenten Phase I-Erregern Aufschluss über mögliche Unter-
schiede im Verhalten einzelner Isolate in der Zecke geben. 
Für beide in Deutschland beheimatete Zeckenspezies konnte im Rahmen der Experimente unter 
Laborbedingungen eine mögliche Beteiligung bei der Verbreitung von C. burnetii nachgewie-
sen werden. Die Zeckenpopulation ist ein sich stetig änderndes System und verstärkter Reise- 
und Frachtverkehr sowie die klimatischen Veränderungen begünstigen die Verbreitung dieser 
Vektoren. Insbesondere in den letzten Jahren breiteten sich die beiden heimischen Buntzecken-
Spezies weiterhin aus (DREHMANN et al. 2020). Hyalomma marginatum und Hya-
lomma rufipes, welche ursprünglich in Nordafrika und dem Balkan beheimatet sind, wurden 
kürzlich vermehrt in Deutschland nachgewiesen und konnten wohl auch überwintern (CHITI-
MIA-DOBLER et al. 2019). Mit der Ausbreitung der Zecken nimmt auch das Risiko zecken-
übertragener Pathogene weiterhin zu. Die Rolle von Zecken in der Übertragung von Erkran-
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time PCR 
Einleitung: Coxiella burnetii ist ein gramnegatives und obligat intrazelluläres Bakterium und 
Erreger der meldepflichtigen Zoonose Q-Fieber. Den Hauptübertragungsweg stellt die Inhala-
tion infizierter Stäube dar, aber auch Zecken werden seit der Isolation des Pathogens aus der 
Spezies Dermacentor andersonii als Vektoren diskutiert. Es liegen jedoch keine gesicherten 
Berichte über Infektionen des Menschen durch Zecken oder eine Beteiligung von Vektoren bei 
Q-Fieber-Ausbrüchen vor. Zudem steht durch die genetische Nähe zu überwiegend apathoge-
nen Endosymbionten die Spezifität molekularer Untersuchungsmethoden in Frage, wodurch die 
Relevanz von Zecken in der Übertragung von Q-Fieber in der Literatur kontrovers diskutiert 
wird. 
Ziele der Untersuchung: Es sollten mithilfe einer systematischen Literaturanalyse die Daten 
zur Prävalenz von C. burnetii in Zecken in Europa dargelegt werden. Zudem sollte mittels eines 
in-vitro-Fütterungssystems untersucht werden, inwieweit die heimischen Spezies Ixodes rici-
nus und Dermacentor marginatus den Erreger aus dem Blut aufnehmen und ausscheiden, sowie 
ob das Bakterium transstadial in I. ricinus übertragen wird, wodurch Aussagen über die Vek-
torkompetenz dieser Arten möglich sind. 
Tiere, Material und Methoden: Im experimentellen Ansatz wurde die Infektion der Zecken 
in einem Silikonmembran-basierten Fütterungssystem mit heparinisiertem Rinderblut vorge-
nommen. Die Gruppengrößen betrugen 7-9 Weibchen mit fünf Männchen oder 50-60 Nym-
phen. Es wurden verschiedene Konzentrationen C. burnetii Nine Mile RSA439 Phase II einge-
setzt: 104 (zwei Gruppen adulte I. ricinus), 105 (zwei Gruppen adulte I. ricinus) und 106 (fünf 
Gruppen adulte I. ricinus, vier Gruppen adulte D. marginatus, drei Gruppen I. ricinus Nym-
phen) Genomäquivalente (GE)/ml Blut sowie insgesamt sieben Negativkontrollgruppen. Zu-





C. burnetii/ml infiziert und anschließend mit sterilem Blut gefüttert. Täglich wurde Zeckenkot 
entfernt, zudem wurden adulte I. ricinus zu unterschiedlichen Zeitpunkten während oder nach 
der Fütterung entnommen. Die Proben wurden nach DNA-Extraktion mittels quantitativer 
Echtzeit-PCR (qPCR) auf das C. burnetii-Gen icd untersucht. Ein Teil (n = 46) der infizierten 
Nymphen wurde vor bzw. nach der Häutung mittels qPCR untersucht. Ein anderer Teil (acht 
Weibchen in zwei Gruppen) wurde nach der Häutung erneut auf sterilem Blut gefüttert. Dabei 
wurden Kot sowie Blut getestet. Weiterhin fand in L929-Zellen und axenischem Medium eine 
Anzucht von C. burnetii aus einem Filtrat des Zeckenkots sowie aus dem Filtrat eines qPCR-
positiven Weibchens statt, welches sich von einer zuvor infizierten Nymphe gehäutet hatte. Die 
statistische Auswertung erfolgte mittels SPSS V 22.0, wobei je nach Voraussetzung der t-Test, 
der Mann-Whitney-U-Test sowie der Chi²-Test nach Pearson verwendet wurden. Das Signifi-
kanzniveau wurde jeweils auf p < 0,05 festgelegt. 
Ergebnisse: Im Fütterungssystem haben 49 % der adulten I. ricinus und 29 % der D. margi-
natus vollständig gesaugt. Die Häutungsrate der I. ricinus Nymphen betrug 92 %. I. ricinus-
Weibchen nahmen den Erreger auf, welcher innerhalb von sieben Wochen in einer Konzentra-
tion von ca. 103 GE/mg in den Zecken nachweisbar war. Eine Ausscheidung von infektiösen 
C. burnetii mit dem Kot wurde bei adulten Zecken ab einer Konzentration von 105 GE/ml im 
verfütterten Blut festgestellt. Dabei erfolgte in allen Versuchen mit beiden Zeckenspezies eine 
signifikant höhere Ausscheidung von C. burnetii an den Tagen 10-13, welche bis zu 105 GE/mg 
erreichte. Es wurde eine transstadiale Übertragung bei I. ricinus mit einer Rate von 25 % nach-
gewiesen. Infizierte Nymphen, die nach der Häutung steriles Blut bekamen, schieden ebenfalls 
C. burnetii im Kot aus; im Blut wurde hingegen keine DNA von C. burnetii nachgewiesen. 
Schlussfolgerungen: Das genutzte Fütterungssystem eignet sich für die Untersuchung der 
Vektorkompetenz von Zecken. Beide Zeckenspezies sind in der Lage, infektiösen Zeckenkot 
auszuscheiden, wodurch eine Gefahr einer möglichen aerogenen Übertragung entsteht. Dabei 
muss jedoch eine hohe Erregerkonzentration im Blut des Wirts erreicht werden. Es wurde eine 
transstadiale Übertragung von C. burnetii in I. ricinus von Nymphen zu Adulten und damit die 
Möglichkeit der Bildung eines Reservoirs nachgewiesen. Die Ergebnisse legen eine Vermeh-
rung von C. burnetii im Mitteldarm der Zecken nahe. Dadurch konnten historische Aussagen 
aus der Literatur über andere Zeckenspezies zur Ausscheidung von C. burnetii mittels Zecken-
kot bestätigt werden. In der Studie konnte weiterhin gezeigt werden, dass heimische Zecken 
unter Laborbedingungen zur Verbreitung von Q-Fieber beitragen können. Weitere Untersu-
chungen sind jedoch notwendig, um die tatsächliche Bedeutung der Vektorkompetenz von Ze-
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Introduction: Coxiella burnetii is a gram-negative obligate intracellular bacterium and causes 
the notifiable zoonosis Q fever. The main transmission route is via inhalation of contaminated 
dusts. In addition, ticks are discussed vectors since the first isolation of the agent in a Derma-
centor andersonii. However, there are no reliable data on human infection by ticks and an in-
volvement of vectors in Q fever outbreaks could not be proven. Furthermore, in consideration 
of the close genetic relationship to mainly apathogenic endosymbionts, which compromises the 
specificity of molecular methods, the significance of ticks in Q fever transmission is controver-
sially discussed. 
Objective: Data regarding prevalence of C. burnetii in ticks in Europe should be analyzed by 
systematic literature research. Furthermore, it was aimed to examine the uptake and excretion 
of the agent in the native tick species Ixodes ricinus and Dermacentor marginatus as well as 
the transstadial transmission in an in vitro feeding system in order to assess the vector compe-
tence of these species. 
Animals, Material and Methods: Ticks were infected in a silicone membrane-based feeding 
system in the experimental approach. One group consisted of 7-9 females with five males or 
50-60 nymphs. The used concentrations of C. burnetii Nine Mile RSA 439 (Phase II) were 104 
(two groups of adult I. ricinus), 105 (two groups of adults I. ricinus) and 106 (five groups of 
adult I. ricinus, four groups of adult D. marginatus, three groups of I. ricinus nymphs) genome 
equivalents (GE)/ml blood. Furthermore, four groups of adult I. ricinus were infected with 106 
GE C. burnetii/ml for the first 36 hours of feeding and were fed until repletion with sterile 
blood. Tick feces was collected daily and adult I. ricinus were removed at different points in 
time during and after feeding. Samples were analyzed after DNA extraction using quantitative 
real-time PCR (qPCR) targeting the icd gen. Part of the infected nymphs (n = 46) were exam-





on sterile blood after molting in order to test feces as well as blood. Furthermore, C. burnetii 
was cultivated in L929 cells and axenic medium from a filtrate of tick feces and from a filtrate 
of a qPCR-positive female, which molted from an infected nymph. The statistical analysis was 
done by SPSS V 22.0, using t-test, Mann-Whitney U test as well as Pearson´s Chi² test, depend-
ing on the data. The significance level was set to p < 0,05. 
Results: In the feeding system, 49% of adult I. ricinus and 29% of D. marginatus fed until 
repletion. The molting rate of I. ricinus nymphs was 92%. An uptake of C. burnetii by female 
I. ricinus was determined and the concentration in the tick was stable at ca. 103 GE/mg tick. An 
excretion of viable C. burnetii with the feces was shown when ticks were fed on blood with a 
concentration of at least 105 GE/ml. A transstadial transmission from I. ricinus nymphs to adults 
occurred in 25% of ticks. Infected nymphs, which were fed on sterile blood after feeding, also 
excreted C. burnetii with their feces, whereas no DNA of C. burnetii was detected in the blood, 
on which the ticks fed. 
Conclusion: The feeding system is applicable for the assessment of the vector competence of 
ticks. Both tick species are capable of excretion of infected feces, which causes a risk of a 
transmission via inhalation. However, a high bacteremic concentration in the blood of the host 
is needed. A transstadial transmission of C. burnetii in I. ricinus from nymphs to adults was 
demonstrated resulting in the possibility of the maintenance of a reservoir. The results suggest 
a replication of the pathogen in the tick`s midgut. Historic assumptions of an excretion of 
C. burnetii by other tick species were confirmed. The study shows that native tick species are 
able to contribute to the spread of Q fever under laboratory conditions. Further studies are how-
ever needed to assess the actual significance of the vector competence of ticks in Q fever epi-
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Abb. 2: Fütterungssystem in 6-Well-Platte mit adulten I. ricinus 
Kunststoffdeckel mit Gaze 







Abb. 3: Fütterung adulter I. ricinus in der zweiten Woche 
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